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Der Gastrointestinaltrakt der Schweine repräsentiert ein komplexes Mikroökosystem, 
das von verschiedenen Mikroorganismen besiedelt wird, die eine wichtige Rolle für 
die Gesundheit des Wirtstieres spielen. Die Stoffwechselaktivität der intestinalen 
Mikrobiota, vor allem der Abbau der für den Wirtsorganismus unverdaulichen, 
schwerlöslichen Kohlenhydrate zu organischen Fettsäuren, beeinflusst nicht nur den 
gesamten Energieumsatz, sondern hat auch positive Effekte auf die Darmschleim-
haut (z. B. Zellproliferation) und eine stimulierende Wirkung auf das Immunsystem. 
Da der Wirt den Mikroorganismen die dazu notwendigen Lebensbedingungen gibt, 
können somit die Interaktionen zwischen dem Wirt und den im Darm vorkommenden 
Keimen unter physiologischen Bedingungen als symbiotisch bezeichnet werden. 
Während des Lebens der Tiere verändert sich die Zusammensetzung der 
mikrobiellen intestinalen Besiedlung. Bis zur Ausbildung einer stabilen mikrobiellen 
Besiedlung des Verdaungstraktes sind die Jungtiere besonders anfällig gegenüber 
Krankheiten. Das Absetzen von Ferkeln gilt als eine der kritischsten Phasen in der 
Schweinehaltung und ist oft mit Stress, hoher Durchfallinzidenz und den daraus 
folgenden Wachstumsstörungen assoziiert. Aus diesem Grund wächst das 
wissenschaftliche Interesse an der Entwicklung von Zusätzen zum Futter wie 
Probiotika, Präbiotika oder organischen Säuren, die die autochthone (indigene) 
intestinale Mikrobiota des Wirtstieres günstig modifizieren können. 
Die intestinale Mikrobiota bei Schweinen ist nur teilweise erforscht. Eine Vielzahl der 
wissenschaftlichen Untersuchungen beruht auf konventionellen Kultivierungsmetho-
den mit anschließenden morphologischen und biochemischen Untersuchungen, 
deren Interpretation jedoch oft schwierig und fehlerhaft ist. Des Weiteren sind solche 
Untersuchungen sehr zeit- und arbeitsaufwändig. Darüber hinaus werden bei den 
klassischen Untersuchungen ausschließlich kultivierbare Mikroorganismen detektiert, 
wobei die nicht kultivierbaren Keime vernachlässigt werden. Anwendungen, wie die 
in den letzten Jahren entwickelten neuen molekularbiologischen Methoden, liefern in 
wesentlich kürzerer Zeit präzisere, eindeutigere Ergebnisse und erweitern somit die 
bestehenden Kenntnisse über die den Darm besiedelnden Mikroorganismen. Solche 
Methoden, wie Real–Time quantitative PCR (RTQ-PCR), Fluoreszenz–in–situ–
Hybridisierung (FISH) und denaturierende Gradientengelektrophorese (DGGE) 




Verfahren zur Untersuchung der mikrobiellen Verhältnisse in diversen ökologischen 
Nischen. Diese Methoden ermöglichen eine relativ schnelle und insbesondere 
kultivierungsunabhängige Charakterisierung. Da die erhaltenen Ergebnisse ohne 
klassische Verfahren jedoch in einigen Fällen einseitig sein können und keine 
ausführliche Information geben, werden gegenwärtig oft die klassischen und 
molekularbiologischen Methoden für die Forschung auf dem Gebiet der intestinalen 
Mikrobiologie in Kombination angewendet. 
Der Dünn- und Dickdarm der Schweine wird hauptsächlich von prokaryotischen aber 
auch von eukaryotischen Mikroorganismen kolonisiert. Während in der Literatur bei 
der Beurteilung der Darmbesiedlung vorwiegend milchsäurebildende Bakterien 
berücksichtigt wurden, liegen über die Hefebesiedlung des Darmes von Tieren und 
deren Wechselwirkungen mit dem Wirt nur sehr wenige Untersuchungen vor. 
 
Ziel der vorliegenden Arbeit ist es, einen Beitrag zur Erweiterung des 
Kenntnisstandes zum einen über die Zusammensetzung und die Biodiversität der 
Hefepopulation, zum anderen über deren Etablierung im Darm von Ferkeln während 
der Absetzphase zu leisten. Hierfür wurden klassische, kultivierungsabhängige 
Methoden (Keimzahlbestimmung, Assimilations– und Fermentationstests) und 
moderne, molekularbiologische Methoden (DNA–Sequenzierung, Polymerase-
Ketten-Reaktion mit anschließender denaturierender Gradientengelelektrophorese) 
angewendet. Weiterhin soll mit den beschriebenen Untersuchungen geprüft werden, 
inwieweit unterschiedliche Umgebungs– bzw. Haltungsbedingungen, bei Einsatz des 







2.1. Diversität und Entwicklung der intestinalen bakteriellen Mikrobiota  
 
Der gesamte Gastrointestinaltrakt (GIT) der Säugetiere wird von der mikrobiellen 
Gemeinschaften mit einer hohen Dichte und Vielfalt kolonisiert, wobei die Bakterien 
mit einer geschätzten Anzahl von über 500 Spezies dominieren (Hooper et al., 2002; 
Zoetendal et al., 2006). Diese Mikroorganismen beeinflussen die physiologische 
Entwicklung des GIT in der postnatalen Phase und die Gesundheit des Wirtes in 
positiver Weise (Hooper, 2004; Backhed et al., 2005). 
Die Gesamtheit der Mikroorganismen und der abiotischen und biotischen Standort-
faktoren stellt ein mikrobielles Ökosystem dar. Dies wird in mikrobielle Biotope 
eingeteilt, welche als räumlich begrenzte Habitate der Mikrobiozönose (Mikrobiota) 
mit gleichartigen Bedingungen beschrieben werden können. Dabei werden die 
Mikroorganismen, die den intestinalen Bedingungen am besten angepasst sind, als 
autochthone bzw. indogene bezeichnet. Die anderen, welche mit der Nahrung und 
aus der Umwelt in den GIT des Wirtes gelangen, werden als allochthone bzw. 
transiente oder biotopfremde Keime definiert (Mackie et al., 1999). 
Alle Kompartimente des Verdauungstraktes, von der Mundhöhle bis zum Rektum, 
sind von Mikroorganismen besiedelt. Ferner ist zu bemerken, dass die Zusammen-
setzung der intestinalen Mikrobiota sich innerhalb des GIT quantitativ und qualitativ, 
vom Magen bis zum Dickdarm zunehmend, unterscheidet (Simpson et al., 1999). 
Außerdem werden im GIT mindestens vier Mikrohabitate unterschieden, die von 
Mikroorganismen kolonisiert werden (Freter, 1992; Mackie et al., 1999). Drei davon 
assoziieren sich mit unterschiedlichen Mukosaschichten: die Oberfläche der epitheli-
alen Zelle, die Mukusschicht auf den Mikrovilli und innerhalb der Lieberkühn–
Krypten. Das vierte und am meisten erforschte Mikrohabitat ist das Lumen. 
Hinsichtlich der bakteriellen Mikrobiota im Lumen existieren zahlreiche Publikationen. 
Über die Differenzen zwischen der mukosal– und luminal–assoziierten Mikrobiota 
herrschen abweichende Meinungen. Einige Forscher behaupten, dass die mukosal- 
assoziierte Mikrobiota eine Subpopulation der luminalen Mikrobiota repräsentiere 
(Leser et al., 2002) bzw. umgekehrt und daher die beiden Mikrohabitate nicht 
voneinander zu differenzieren seien (Conway, 1994). Vom Standpunkt der anderen 




Dillon, 2007) in der bakteriellen Zusammensetzung und auf der phylogenetischen 
Ebene (Eckburg et al., 2005). Eckburg et al. (2005) postulieren, dass die fäkale 
Mikrobiota eine Kombination der mukosalen Bakterien mit nicht adhärenten 
luminalen Populationen repräsentiert.  
Die Entwicklung der intestinalen Mikrobiota, von einem simplen zu einem 
dynamischen, stabilen Mikroökosystem, ist ein komplexer Prozess, der von einer 
Reihe Faktoren (z. B. Umweltbedingungen, Wirt und Diäten) beeinflusst wird 
(Konstantinov et al., 2006; Bauer et al., 2006a).  
 
2.1.1. Postnatale Erstbesiedlung 
 
In der pränatalen Phase ist der Gastrointestinaltrakt vom Fötus steril. Unter der 
Geburt sowie wenige Stunden danach wird der Gastrointestinaltrakt der 
Neugeborenen zum ersten Mal mit Mikroorganismen besiedelt, die von der 
mütterlichen vaginalen, fäkalen und dermalen Flora sowie aus der Umgebung 
stammen (Mackie et al., 1999; Thompson et al., 2008). Innerhalb weniger Stunden 
kolonisieren die aeroben und fakultativ anaeroben Bakterien (z. B. Enterobacterium 
spp. Lactobacillus spp., Streptococcus spp.) den Darm (Bauer et al., 2006b; Palmer 
et al., 2007). Bereits 12 Stunden nach der Geburt kann die Dichte der bakteriellen 
Population im Colon 109 – 1010 KBE/g Chymus erreichen (Swords et al., 1993). Aus 
dieser rasanten Besiedlung resultiert ein Anstieg des Sauerstoffverbrauchs und das 
entstehende anaerobe Milieu sowie das negative Redoxpotential fördert das 
Wachstum der obligat anaeroben Bakterienarten wie z. B. Bacteroides, 
Bifidobacterium, Eubacterium, Clostridium (Swords et al., 1993; Mackie et al., 1999). 
Der Prozess der mikrobiellen Entwicklung ist individuell verschieden und wird von 
den bereits oben genannten Faktoren beeinflusst.  
 
Einfluss der mütterlichen Mikrobiota 
Bei Mensch und Tier wird vorwiegend die Mikrobiota der Mutter als Hauptquelle der 
ersten Besiedlung genannt (Conway, 1994; Penders et al., 2006). Unter der Geburt 
wird der GIT des Fötus von der vaginalen und fäkalen Mikrobiota kolonisiert. Es 
wurde ein eindeutiger Zusammenhang zwischen der maternalen Mikrobiota und der 
Mikrobiota der Neugeborenen nachgewiesen (Mandar und Mikelsaar, 1996). Bei 




(2006) beobachten, dass sich die intestinale Mikrobiota der vaginal geborenen 
Säuglinge im Gegensatz zu denen, die per Kaiserschnitt entbunden wurden, 
unterscheidet, womit der Einfluss der mütterlichen Mikrobiota unterstrichen wird. Eine 
mögliche Beeinflussung des intestinalen Mikroökosystems bei Ferkeln ist der Verzehr 
des Sauenkotes (Koprophagie). Die oral mit bis zu 85 g Kot pro Tag (Sansom und 
Gleed, 1981; Gleed und Sansom, 1982) aufgenommenen Mikroorganismen 
etablieren sich im GIT der Ferkel. Eine Bestätigung dieser Aussage lieferten Katouli 
et al. (1997), die durch den Vergleich des metabolischen Fingerprints des Sauen– 
mit Ferkelkotes festgestellt haben, dass die Darmmikrobiota der Ferkel in den ersten 
Lebenstagen eine hohe Übereinstimmung mit der Darmmikrobiota der Muttersau 
aufweist. Nach einer mehrmaligen Übertragung von Human-Faeces an gnotobioti-
sche (keimfreie) Ferkel untersuchten Pang et al. (2007) die fäkale Mikrobiota mittels 
molekularbiologischer Methoden wie RTQ–PCR und Enterobacterial Repetitive 
Intergenic Consensus-PCR sowie TGGE. Der Studie zufolge wiesen die Ferkel eine 
der Donator-Mikrobiota sehr ähnliche Zusammensetzung auf, die nur minimale 
individuelle Unterschiede auswies. Die intestinale Mikrobiota der jungen Ferkel ist 
allerdings sehr dynamisch. Bereits nach der ersten Lebenswoche entwickelt sich 
eine individuelle Darmmikrobiota, die sich von der maternalen Mikrobiota 
unterscheidet (Katouli et al., 1997).  
 
Wirts– und Umweltfaktor 
Der Wirtsfaktor hängt mit physiologischen Faktoren wie der Entwicklung des GIT, der 
Peristaltik, den Gallensäuren, dem Redoxpotential, dem intestinalen pH–Wert, der 
Immunreaktion sowie den mikrobiellen Interaktionen, den Mukosarezeptoren und der 
Medikamentversorgung zusammen (Fanaro et al., 2003). In den letzten Jahren 
wurde auch untersucht, inwieweit möglicherweise der Genotyp des Wirts eine Rolle 
bei der intestinalen Besiedlung spielt (Zoetendal et al., 2001; Stewart et al., 2005). 
Zoetendal et al. (2001) haben herausgefunden, dass die fäkalen 16S rDNA DGGE–
Profile eineiiger Zwillinge signifikant ähnlicher als die Profile von nicht verwandten 
Individuen oder von Ehepartnern waren. Stewart et al. (2005) haben die eubakteriel-
len TGGE-Profile der Faeces von eineiigen – (EZ), zweieiigen Zwillingen (ZZ) sowie 
nicht verwandten Kindern (NVK) im Alter von durchschnittlich 23 Monaten anhand 
des Sørensen–Index miteinander verglichen. Die Profile von Zwillingen ähnelten 




eineiigen Zwillingen nachgewiesen wurde. Basierend auf den Ergebnissen schlossen 
die Autoren, dass der Genotyp des Wirtes eine Wirkung auf die Darmmikrobiota 
ausüben kann. Da davon auszugehen ist, dass die untersuchten verwandten 
Individuen unter gleichen Umweltbedingungen aufgewachsen sind, ist schwer 
einzuschätzen, was die primäre Ursache für die ähnliche Zusammensetzung der 
Mikrobiota ist – der Verwandschaftsgrad oder die Umweltbedingungen. Wie bereits 
erwähnt, beeinflussen die Umweltbedingungen die Entwicklung der intestinalen 
Mikrobiota in starkem Maße.  
Laut Thompson et al hat bei Ferkeln die Umwelt bereits kurze Zeit nach der Geburt 
einen starken Einfluss auf die Entwicklung der Darmmikrobiota (Thompson et al., 
2008; Thompson und Holmes, 2009). Auch Janczyk et al. (2009) und Urubschurov et 
al. (2008) konnten in ihren Untersuchungen unter Nutzung der klassischen 
Kultivierung sowie molekularer Methoden eindeutige Unterschiede in den 
mikrobiellen Populationen im Kot von Ferkeln feststellen, die unter unterschiedlichen 
hygienischen Bedingungen gehalten wurden. Ebenso wurden in mehreren Studien 
an Menschen die Umgebung sowie die hygienischen Verhältnisse als wichtige 
Faktoren in der Entwicklung der intestinalen Mikrobiota der Säuglinge genannt 
(Freter, 1992; Fanaro et al., 2003). 
 
Milchdiät in der Säugezeit 
Die Säugezeit beginnt mit der Kolostrumaufnahme und endet mit dem Absetzen der 
Ferkel. Das Sauenkolostrum und die Sauenmilch beinhalten nicht nur 
hochverdauliche Nährstoffe sondern auch Wachstumsfaktoren und verschiedene 
bioaktive Komponenten wie z. B. Lysozym und Antikörper, die die Entwicklung des 
Immunsystems stimulieren (Playford et al., 2000; Xu et al., 2000; Stokes et al., 
2004). Da die Plazenta der Sau in der Embrionalperiode für Antikörper nicht 
durchlässig ist, werden die Immunglobuline erst nach der Geburt mit dem Kolostrum 
aufgenommen (Bauer et al., 2006b). Deshalb ist bei Ferkeln die Kolostrumaufnahme 
in den ersten 48 Stunden besonders wichtig. Die antimikrobiellen Peptide z. B. 
Lactoferrin, Lactoperoxidase und Transferrin sind ebenso in der Milch enthalten und 
inhibieren das Wachstum vieler pathogener Bakterien wie z. B. Escherichia coli, 
Salmonella spp. und Streptococcus spp. (Playford et al., 2000; Stokes et al., 2004; 




Eine Vielzahl sowohl pathogener als auch apathogener E. coli Spezies, (Katouli et 
al., 1995) sowie Lactobacillus spp. und Clostridium spp. werden zu den ersten, den 
Ferkeldarm kolonisierenden, Mikroorganismen gezählt (Swords et al., 1993). 
Lactobacillus spp. dominieren dabei im Verlauf der Säugezeit und des Absetzens. 
(Bateup et al., 1998; Bauer et al., 2006b). Bereits zwei Tage nach der Geburt bis 
zum Absetzen besteht die gesamte Population im Ileum–Lumen von Ferkeln aus 
107 – 108 Lactobacillus-Zellen. Bei Ferkeln dominierten hierbei L. sobrius, L. reuteri 
und L. acidophilus (Naito et al., 1995; Konstantinov et al., 2006). Laktobazillen haben 
einen positiven Effekt auf die Gesundheit der Tiere und zeigen eine antagonistische 
Wirkung gegen pathogene Bakterien (Servin, 2004). Dagegen sind bei Saugferkeln 
Clostridien wie z. B. C. perfringens und C. difficile (Songer und Uzal, 2005) ebenso 
wie pathogene E. coli Stämme (Dean-Nystrom et al., 2000) in dominanten 
Konzentrationen als Erreger von Darmkrankheiten bekannt. 
 
2.1.2. Besiedlung und Veränderungen während des Absetzens 
 
Das Absetzen der Ferkel im Alter von 21 bis 28 Tage ist in der heutigen intensiven 
Schweineproduktion gängige Praxis. Im Gegensatz dazu haben Ferkel in der freien 
Natur bis zu 10 Wochen Zeit, sich an feste Nahrung zu gewöhnen und eine stabile 
Darmmikrobiota aufzubauen. Im Vergleich dazu erfolgt in industriellen Anlagen eine 
abrupte Trennung von der Muttersau (Bailey et al., 2001; Castillo et al., 2007). 
Absetzen, Nahrungsumstellung (von hochverdaulicher Milch zum weniger 
verdaulichen, komplexen festen Futter), Umgebungswechsel und Einstallung mit 
Ferkeln aus anderen Würfen verursachen Stress und führen auf physiologischer, 
mikrobiologischer und immunologischer Ebene zu starken Veränderungen (Abb. 1) 
im GIT des Tieres (Konstantinov et al., 2004; Lallès et al., 2007).  
Diese Kombination von Stressfaktoren bedingt in dieser kritischen Lebensphase eine 
verminderte Futteraufnahme bzw. Appetitlosigkeit (Anorexie), Veränderungen in der 
Zusammensetzung der physiologischen Darmmikrobiota (Dysbiose) und hohe 
Durchfallinzidenz (Lallès et al., 2004), die bei Absetzferkeln einen negativen Einfluss 
auf die Gesundheit und Wachstumsleistung zur Konsequenz haben. Darüber hinaus 
ist das mukosale Immunsystem bei Ferkeln im Alter von 5 – 6 Wochen noch nicht voll 


























Abb. 1: Veränderungen im GIT von Ferkeln nach dem Absetzen 
 
 
In mehreren Studien wurde nachgewiesen, dass das Absetzen morphologische und 
physiologische Veränderungen im Intestinaltrakt - insbesondere im Dünndarm - 
verursacht, die in Form von verkürzten Zotten (Atrophie) gefolgt von Kryptenhy-
perplasie, reduzierter Aktivität von Verdauungsenzymen und Störungen der 
Absorption, Sekretion und Permeabilität zum Ausdruck kommen (Bailey et al., 2001; 
Boudry et al., 2004; Lallès et al., 2004; Montagne et al., 2007). 
Aufgrund der aufgezeigten Problematik wird von zahlreichen Wissenschaftlern 
besonders diese Zeitperiode intensiv untersucht (Katouli et al., 1995; Lallès et al., 
2004; Stokes et al., 2004; Castillo et al., 2007; Janczyk et al., 2007; 2008; 2009). 
Einen Überblick über die Veränderungen der bakteriellen Gruppen, die unter 
Anwendung der Fluoreszenz–in–situ–Hybridisierung (FISH) quantifiziert wurden, ist 
in Abb. 2 dargestellt. Nach dem Absetzen nimmt die Konzentration der intestinalen 


























Abb. 2: Konzentrationen verschiedener bakterieller Gruppen im Dünndarmchymus 
von Absetzferkeln nach Pieper et al. (2008).  
 
 
Die Keimzahlreduzierung innerhalb der intestinalen Mikrobiota zeigt sich auch in 
einer verminderten Konzentration an mikrobiellen Metaboliten wie z. B. Laktat und 
flüchtigen Fettsäuren (FFS). Lactobacillus spp. sind durch eine starke quantitative 
Abnahme und Minderung der Diversität gekennzeichnet (Konstantinov et al., 2006; 
Janczyk et al., 2007; Pieper et al., 2008). Außerdem konnte von Pieper et al. (2006) 
eine verminderte Konzentration (KBE/g Probe) von Enterococcus spp. am 5. und 11. 
Tagen nach dem Absetzen beobachtet werden. Die in der Mikrobiota von Menschen 
normalerweise vorkommenden Bifidobakterien werden im Ferkeldarm nur 
gelegentlich und in deutlich niedrigere Anzahl detektiert (Mikkelsen et al., 2003; Loh 
et al., 2006; Pieper et al., 2008). Ein Wirtsorganismus mit einer stark reduzierten 
kommensalen Mikrobiota ist durch die daraus resultierende Dominanz potenziell 
pathogener Bakterien wie E. coli, Salmonella spp., Cryptosporidium spp. 
gesundheitlich stark gefährdet (Wieler et al., 2001; Melin et al., 2004). Dabei kann bei 
den fakultativ pathogenen Bakterien der Gruppe Enterobacteriaceae, insbesondere 
E. coli, die Konzentration im GIT ansteigen ohne Durchfallerkrankungen auszulösen 




Enterobacteriaceae spp., deren Population im GIT von Schweinen vielfältig und 
dynamisch ist (Katouli et al., 1995; Schierack et al., 2007), erklärbar.  
Das Absetzen hat erheblichen Einfluss auf das weitere Leben der Ferkel. Umso 
wichtiger sind deshalb Erkenntnisse aus wissenschaftlichen Studien, die helfen, 
Strategien zur Unterstützung der kommensalen Mikrobiota in der kritischen Phase zu 
erarbeiten. Jahrelang wurden Antibiotika als Futtermittelzusätze in niedriger 
Dosierung zur Unterdrückung pathogener Bakterien und zur Wachstumsförderung 
bei Tieren eingesetzt. Ein übermäßiger Einsatz von Antibiotika in Human- und 
Veterinärmedizin sowie der frühere Einsatz von Fütterungsantibiotika in der 
Tierernährung wird bei vielen Bakterien als Ursache für die Entwicklung von 
Resistenzen angesehen (Nathan, 2004). Mit dem im Jahr 2006 gesetzlich festgeleg-
ten EU-weiten Verbot einer Anwendung von Antibiotika als Leistungsförderer (ALF) 
bei allen Tierarten soll einer Resistenzbildung vorgebeugt werden. Aus dieser Sicht 
ist es von steigendem wissenschaftlichen Interesse, Alternativen zu ALF, wie z. B. 
Probiotika (Zeyner und Boldt, 2006; Taras et al., 2007; Pieper et al., 2009), 
Präbiotika und andere Futterzusatzstoffe (Lallès et al., 2007; Metzler et al., 2009) zu 
entwickeln. Diese Futterzusatzstoffe sollen die Zusammensetzung der indigenen 
intestinalen Mikrobiota günstig modifizieren und die Invasion bzw. die Dominanz 
opportunistisch pathogener Mikroorganismen im GIT hemmen oder verhindern.  
 
2.1.3. Besiedlung im adulten Tier 
 
Der GIT von gesunden adulten Tieren stellt ein stabiles und komplexes mikrobielles 
Ökosystem dar, das für jedes Individuum spezifisch ist. Differenzen in der 
Zusammensetzung der gastrointestinalen Mikrobiota sind das Ergebnis von 
komplexen Interaktionen zwischen Wirt, Mikroorganismen und Umwelt (Frank und 
Pace, 2008). Weiterhin weisen die einzelnen Kompartimente des Verdauungstraktes 
sehr unterschiedliche Milieubedingungen auf, die in einigen physikochemischen 
Charakteristika sogar recht extrem sein können. Aufgrund von Säurebildung und 
schneller Chymuspassage erfolgt sowohl im Magen als auch in den proximalen 
Dünndarmabschnitten (Duodenum, Jejunum) nur eine relativ spärliche Kolonisation 
durch Bakterien (103 – 105 KBE/g Ingesta). Dabei dominieren die Vertreter der 
Gattungen: Lactobacillus spp., Enterococcus spp. und Streptococcus spp. (Jensen, 




Säuretoleranz sowie ihre Fähigkeit zur Adhäsion an der Schleimhautoberfläche in 
der Lage, den Magen zu besiedeln. Im menschlichen Magen wurden mehr als 100 
Phylotypen überwiegend von Phyla - Firmicutes, Bacteroides, Proteobacteria, 
Actinobacteria und Fusobacteria - mittels 16S rDNA–Sequenzanalyse ermittelt (Bik et 
al., 2006; Dicksved et al., 2009). Derartige Untersuchungen über die mikrobielle 
Besiedlung des Schweinemagens sind in der Literatur nicht zu finden.  
Entlang des Verdauungstraktes nimmt die Konzentration an Mikroorganismen zu und 
erreicht im distalen Ileum ca. 109 KBE/g Darminhalt (Jensen und Jorgensen, 1994). 
Im distalen Dünndarmabschnitt verlangsamt sich die Passagerate deutlich. Aufgrund 
des dadurch bedingten höheren Nährstoffaufkommens sowie des steigenden  
pH–Werts verändert sich die Zusammensetzung der intestinalen Mikrobiota. Des 
Weiteren wird in diesem Abschnitt des Verdauungstraktes das Redoxpotenzial 
zunehmend negativ, wodurch sich die Bedingungen für die Anarobier verbessern. 
Der terminale Dünndarm von Schweinen wird vor allem durch Lactobacillus spp., 
Streptococcus spp. und Clostridium spp. sowie Enterobacteriaceae, Bacillus spp. 
und Bacteroides spp. besiedelt (Jensen, 2001; Hill et al., 2005; Metzler et al., 2009). 
Der größte Teil der intestinalen Mikrobiota ist im Colon und Caecum lokalisiert. Der 
dort enthaltene Darminhalt ist durch eine artenreiche, vielseitige Mikroorganismen-
population gekennzeichnet und beinhaltet etwa 1011 – 1012 Zellen/ml (Ley et al., 
2006). Bei Schweinen findet die mikrobielle Fermentation von Nährstoffen vor Allem 
im Dickdarm (Caecum und proximales Colon) statt. Die vorherrschenden 
Milieufaktoren des Dickdarmes - neutraler pH-Wert und langsamer Transport des 
nährstoffreichen Darminhaltes - bilden optimale Bedingungen für die mikrobielle 
Besiedlung.  
Eine molekulare Analyse fäkaler Proben von Säugetieren ergab 17 Phyla von 
Bakterien (Tab. 1) (Ley et al., 2008). Frank et al. (2007) haben mehr als 45.000 
bakterielle rDNA der humanen gastrointestinalen Mikrobiota analysiert. Davon 
gehörten mehr als 98 % zu vier Phyla: Firmicutes, Bacteroidetes, Proteobacteria und 
Actinobacteria. In metagenomischen Studien konnten die auf klassischer Kultivierung 
basierenden Kenntnisse zur Zusammensetzung der humanen bakteriellen 
Dickdarmmikrobiota auf 200 – 300 individuelle Spezies erweitert werden (Eckburg et 
al., 2005; Frank et al., 2007). Ebenso zeigten molekulare Untersuchungen des 
Schweinekotes, die auf Sequenzierung des 16S rRNA oder Chaperonin–60 Gens 




Kultivierungsmethoden nicht ermittelt wurde (Leser et al., 2002; Hill et al., 2002). Den 
Studien zufolge dominieren im Dickdarm der Schweine Bakterien der Gattungen 
Eubacterium, Clostridium, Bacillus, Lactobacillus, Bacteroides sowie Spezies vom 
Phylum Proteobacteria.  
 
Tab. 1: Datenbestand von mehr als 20.000 16S rDNA Sequenzen isoliert aus 























Die mikrobielle Besiedlung des GIT bei Schweinen und deren Entwicklung ist ein 
kontinuierlicher und sehr komplexer Prozess, der von mehreren Faktoren wie Wirt, 
Diät und Umwelt beeinflusst wird. Postnatal noch recht einfach strukturiert und in der 
Absetzphase sehr instabil, entwickelt sich die Mikrobiota im weiteren Verlauf zu 
einem dynamischen, vielfältigen und stabilen Mikroökosystem. Die Mikroorganismen 
stehen sowohl untereinander als auch mit dem Wirt in einer permanenten Interaktion 




2.2. Interaktionen zwischen intestinaler Mikrobiota und Wirt 
 
Die Evolution des Säugetieres erfolgte als Koevolution mit seinem mikrobiellen 
Umfeld. Das Ergebnis dieses evolutionären Prozesses ist unter anderem die 
natürliche Besiedlung des GIT (Ley et al., 2008). Die intestinale Mikrobiota wird als 
metabolisch aktives „Organ“ bezeichnet, das in vielen biochemischen Reaktionen 
und Prozessen eine wichtige Rolle spielt (Hooper et al., 2002; Backhed et al., 2005). 
Da das Tier nicht in der Lage ist, körpereigene Enzyme zur Hydrolyse von 
Nahrungsbestandteilen wie Cellulose, Xylane und Pektine zu bilden, können diese 
nur mit Hilfe mikrobieller Enzyme abgebaut werden. Während Kohlenhydrate den 
Darmmikroorganismen als Hauptnahrungsquelle dienen, können ebenso einige 
Proteine aus dem Futter sowie der endogenen Sekretion (z. B. Mucine) als 
Nahrungssubstrate genutzt werden (Louis et al., 2007). Durch die 
Stoffwechselaktivität der Mikroorganismen entstehen flüchtige Fettsäuren (FFS) - 
vorwiegend Essig-, Propion- und Buttersäure, Gase wie z. B. CO2, H2, NH3, CH4 
(Bach Knudsen et al., 1991; Chassard et al., 2008) und Vitamine des B–Komplexes 
und Vitamin K (Hill, 1997; Stanton et al., 2005). Mikrobielle Stoffwechselprodukte wie 
Milchsäure, Ethanol, Bernstein– und Ameisensäure werden in FFS, CO2 und H2 
umgewandelt und freigesetzt (Blaut und Clavel, 2007). Bei Schweinen werden die 
FFS zum größten Teil im Dickdarm in einem Verhältnis von ca. 60 % Essig-, 25 % 
Propion- und 15 % Buttersäure produziert (Bach Knudsen et al., 1991). Das 
Mengenverhältnis der FFS hängt jedoch von der wirtsspezifischen Zusammenset-
zung der Darmmikrobiota sowie den in der Diät enthaltenen unterschiedlichen 
Kohlenhydratquellen ab (Macfarlane und Macfarlane, 2003). Die FFS werden aus 
dem Darmlumen schnell absorbiert. Buttersäure ist nicht nur die Hauptenergiequelle 
der Kolonozyten, sondern spielt auch eine wichtige Rolle bei der Proliferation und 
Differenzierung des Darmepithels. Propion- und Buttersäure werden in der Leber für 
die Glukoneogenese verwendet (Cook und Sellin, 1998; Wong et al., 2006). 
Essigsäure fungiert z. B. als Energiequelle für die Myozyten (Wong et al., 2006). 
Weiterhin wurde in unterschiedlichen Untersuchungen an wachsenden Schweinen 
festgestellt, dass die FFS 15 – 24 % vom täglichen gesamten Energiebedarf für den 
Wirt liefern (Dierick et al., 1989; Yen et al., 1991; Mcburney und Sauer, 1993; 
Anguita et al., 2006). Die FFS weisen neben einer Vielzahl regulatorischer 




2006). Studien an keimfreien Tieren zeigten, dass die intestinale Mikrobiota 
bedeutenden Einfluss auf die physiologische und morphologische Entwicklung des 
GIT hat (Shirkey et al., 2006; Chowdhury et al., 2007; Willing und Van Kessel, 2009). 
Somit beeinflusst die intestinale Mikrobiota nicht nur die gesamte 
Nährstoffverdaulichkeit, sondern hat außerdem eine positive Wirkung auf die 
Entwicklung der Darmschleimhaut und das Immunsystem. Des Weiteren verhindert 
die autochthone Mikrobiota die Vermehrung der opportunistisch pathogenen 
Mikroorganismen im GIT. Der Vorgang wird als Kolonisationsresistenz bezeichnet 
(Berg, 1996). Unter diesen Aspekten betrachtet, können die Interaktionen zwischen 
dem Wirt und den im Darm vorkommenden Keimen als mutualistisch bezeichnet 
werden (Hooper und Gordon, 2001).  
Durch ein ausgeglichenes Wechselverhältnis zwischen intestinaler Mikrobiota und 
Wirt - im vorliegenden Fall dem Schwein - entsteht ein komplexes Gleichgewicht, in 
dem die Diversität, die Funktionen und die Aktivitäten der prokaryontischen 
Mikroorganismen relativ gut beschrieben und untersucht worden sind. Im 
Verdauungstrakt der Menschen und Tiere kommen aber auch eukaryontische 
Mikroorganismen - z. B. Hefen - vor. Der Kenntnisstand über das Vorkommen von 
intestinalen Hefen und deren Funktion in dieser ökologischen Nische ist jedoch noch 




2.3. Vorkommen und Wirkung von Hefen im Gastrointestinaltrakt von 
Menschen und Tieren 
 
Ein überwiegender Anteil der Fungi (Pilze) im Ökosystem wird durch Hefen vertreten, 
deren Vielfalt innerhalb der Abteilungen Schlauchpilze (Ascomycota) und 
Basidienpilze (Basidiomycota) auf etwa 1.500 bekannte Spezies geschätzt wird. Des 
Weiteren wird vermutet, dass nur 1 % der lebenden Hefearten beschrieben sind 
(Kurtzman und Fell, 2006). Diese einzelligen Mikroorganismen besiedeln eine 
Vielzahl unterschiedlicher ökologischer Nischen - z. B. Boden, Süßwasser und das 
Meeresökosystem sowie die Phyllosphäre (Rosa und Peter, 2006). Zum Teil sind sie 
in der Lage, unter recht widrigen Bedingungen wie z. B. extrem hohen oder niedrigen 
Temperaturen oder einem sehr sauren Milieu zu existieren (Raspor und Zupan, 
2006). Auf Grund ihres ubiquitären Vorkommens sind Hefen normalerweise auf der 
Haut und im Verdauungstrakt von gesunden Menschen und Tieren anzutreffen 
(Martini, 1992; Kam und Xu, 2002), ohne dabei gleichzeitig als Krankheitserreger in 
Erscheinung zu treten. Einige Arten der Gattungen Candida (Fidel et al., 1999), 
Cryptococcus (Huston und Mody, 2009), Rhodoturula (Tuon und Costa, 2008), 
Pityrosporum (Malassezia) (Aspres und Anderson, 2004), Trichosporon und 
Geotrichum (Girmenia et al., 2005) werden jedoch als fakultativ pathogene Hefen 
bezeichnet (Spencer und Spencer, 1997), die bei immunsupprimierten Individuen 
bzw. nach einer langen Antibiotikumbehandlung schwere Krankheiten verursachen 
und sogar zum Tode führen können (Richardson, 2005; Karkowska-Kuleta et al., 
2009). Beim Einsatz zugelassener Hefespezies (meistens Saccharomyces 
cerevisiae) in der Tier– und Humanernährung, entweder als Probiotika oder 
Therapeutika, ist eine positive Einflussnahme auf das gastrointestinale Ökosystem 
zu verzeichnen (Buts und De Keyser, 2006; Czerucka et al., 2007; Shen et al., 2009; 
Buts, 2009). 
In erstaunlicher Artenvielfalt und Populationsdichte kommen die Hefen im GIT von 
Insekten vor (Boekhout, 2005; Suh et al., 2005; Molnar et al., 2008). In neuen 
Studien fanden Gatesoupe (2007) und Scupham et al. (2006) Hefen im Darm von 
Fischen und Mäusen, wobei die Autoren dem intestinalen Vorkommen von Hefen 
eine wichtige, bisher unbekannte Bedeutung zuschreiben. Der heutige Wissensstand 
über intestinale Hefen bei monogastrischen landwirtschaftlichen Nutztieren beruht 




Die Entwicklung der Hefen im GIT verläuft in gleicher Weise wie bei den Bakterien. 
Die Hefen werden mit dem Futter oder Kot aus der Umgebung oral aufgenommen. 
Jedoch nicht alle Hefearten passen sich den im Darm vorherrschenden 
Verhältnissen an. So werden einige entweder während der Magen–Darm-Passage 
verdaut oder finden keine geeigneten Bedingungen für Wachstum und Vermehrung. 
Das Vorkommen von vermehrungsfähigen Hefen im Verdauungstrakt einzelner 
Tierarten ist wirtsspezifisch (Parle, 1957; Van Uden et al., 1958; Van Uden, 1960; 
Martini, 1992). Dabei wird ihr quantitatives Auftreten bei den einzelnen Individuen 
oder Tierarten von verschiedenen Faktoren wie z. B. der Zusammensetzung des 
Futters und der vorhandenen bakteriellen Populationen beeinflusst (Mehnert und 
Koch, 1963).  
 
2.4. Vorkommen von Hefen im Gastrointestinaltrakt des Schweines 
 
Die intensivere Untersuchung der Hefepopulation im GIT des Schweines begann in 
den fünfziger Jahren des 20. Jahrhunderts. Dabei beruhten die Studien auf diversen 
Kultivierungsverfahren. Van Uden et al. (1958) und Van Uden & Carmo–Sousa 
(1957a) haben caecale Proben einer großen Tierzahl (252 Rinder, 252 Pferde, 503 
Schafe, 250 Ziegen und 250 Schweine) auf eine Hefebesiedlung untersucht. Unter 
allen geprüften Tierarten wiesen Schweine mit 88,8 % den höchsten Anteil an Hefen 
(Rinder 46,8 %, Pferde 52,4 %, Schafe 6,8 %, Ziegen 6,4 %) auf. Dabei konnten bei 
den Schweinen Hefearten wie Candida slooffiae, Candida albicans, Saccharomyces 
telluris (Candida bovina), Torulopsis glabrata (syn. Candida glabrata) und 
Trichosporon cutaneum identifiziert werden. C. slooffiae wurde am häufigsten 
(48,4 %) isoliert. Diese Spezies wurde zum ersten Mal bei 6 von 252 Pferden 
gefunden (Van Uden und Carmo-Sousa, 1957b). In späteren Studien kamen die 
Autoren (Van Uden et al., 1958; 1960; Van Uden und Carmo-Sousa, 1962a; Mehnert 
und Koch, 1963) auf Grund der Häufigkeit des Auftretens (etwa 50 – 75 % der Tiere) 
und der höhen Konzentration im Verdauungstrakt von Schweinen zu dem Schluss, 
dass diese Hefeart eher für Schweine als für Pferde spezifisch ist. Dies bestätigt 
auch das Vorkommen dieser Hefespezies bei Wildschweinen (Van Uden und Carmo-
Sousa, 1962b). Untersuchungen einzelner Abschnitte des GIT von insgesamt 57 
Schweinen zeigten eine außergewöhnliche hohe tierindividuelle Variabilität an 




nur gelegentlich vorkamen, fanden Van Uden und Carmo–Sousa (1962a) bei den 27 
untersuchten Tieren einen Keimzahlanstieg der Spezies C. slooffiae im Bereich von 
102 – 103 KBE/g Ingesta im Magen bis zu 106 KBE/g Darminhalt im Rektum. Ein 
noch höheres Hefevorkommen, sowohl in quantitativer als auch in qualitativer Sicht 
(bis 107 KBE/g), wiesen Mehnert und Koch (1963) im Verdauungstrakt bei 96 von 
100 untersuchten Schweinen nach. Neben der dominanten C. slooffiae, deren Anteil 
75 % betrug, waren C. krusei bei 60 %, S. telluris bei 26 %, C. albicans bei 9 %, C. 
glabrata bei 4 %, C. tropicalis und C. parapsilosis jeweils bei 3 % und T. pintolopesii 
bei 2 % der Tiere anzutreffen. Im Gegensatz zu anderen intestinal vorkommenden 
Hefespezies, die auch in anderen ökologischen Nischen außerhalb des 
Warmblüterorganismus überleben können, ist C. slooffiae nur im Darm eines 
warmblütigen Wirts überlebens- und entwicklungsfähig (Mehnert und Koch, 1963).  
 
2.5. Gezielter Einsatz von Hefen in der Ernährung von Mensch und Tier  
 
Seit langer Zeit wird die Hefe der Gattung Saccharomyces cerevisiae auf Grund des 
hohen Gehaltes an Vitaminen des B–Komplexes, Proteinen, Peptiden, essentiellen 
Aminosäuren und Spurenelementen in der Tier– und Humanernährung eingesetzt 
(Fleet, 2006; Bekatorou et al., 2006). Neben den traditionell verwendeten Bier– und 
Backhefen finden auch andere Hefearten wie z. B. Kluyveromyces marxianus in 
abgetöteter Form als proteinhaltige Futtermittel ihre Verwendung (Lukondeh et al., 
2003; Spark et al., 2005; Bekatorou et al., 2006). In Folge der konventionellen 
Verabreichung von Hefen in lebender Form sind gesundheitsfördernde und 
immunmodulierende Wirkungen auf das Darmmikroökosystem beobachtet worden. In 
langjährigen Untersuchungen bewährten sich definierte Stämme von Saccharomyces 
cerevisiae sowie in der Humanmedizin die verwandte Spezies Saccharomyces (S.) 
boulardii als probiotische Präparate. In verschiedenen Ländern wird S. boulardii als 
Arzneimittel zur Prophylaxe und Therapie von diversen Verdauungsstörungen 
angewandt. Hierzu zählen vor allem Durchfälle, die mit einem Antibiotikum-Einsatz 
assoziiert sind oder durch schwere Infektionen insbesondere mit Clostridium difficile 
ausgelöst werden (Buts und De Keyser, 2006; Czerucka et al., 2007; Zanello et al., 
2009; Buts, 2009).  
Untersuchungen von Jouany et al. (1998), Fonty und Chaucheyras-Durand (2006), 




Verfütterung lebender Hefen an Wiederkäuer die Verdauungseffizienz der 
Mikroorganismen im Pansen sowie die Gesundheit und die Produktivität des Wirtes 
im Allgemeinen verbessern können. Ebenso konnte eine modifizierende Wirkung auf 
das Mikroökosystem des Dickdarmes von Pferden (Medina et al., 2002) und eine 
positive Beeinflussung der Rohfaserverdaulichkeit auf die Verabreichung von 
probiotischen Hefen zurückgeführt werden (Jouany et al., 2008; 2009). 
Nach dem EU–weiten Anwendungsverbot von Antibiotika als ALF wurde verstärkt 
das Potenzial von Hefen, Hefekulturen (Hefe mit ihren Fermentationsmetaboliten) 
und Präparaten auf der Basis von Hefezellwänden als Alternative zu den ALF in der 
Absetzphase bei Ferkeln untersucht (Van der Peet-Schwering et al., 2007). 
Diesbezüglich liegen kontroverse Ergebnisse vor. In einigen Studien wurde nach der 
Supplementierung von lebenden Hefen (Jurgens et al., 1997; van Heugten et al., 
2003) und Hefekulturen (Mathew et al., 1998; Shen et al., 2009) eine verbesserte 
Wachstumsleistung der Absetzferkel erreicht, während in anderen Untersuchungen 
keine Effekte nachgewiesen wurden (Kornegay et al., 1995).  
Abgesehen von den bereits erwähnten Bestandteilen beinhalten die Hefezellwände 
verschiedene Polysaccharide: 29 – 64 % β–Glucane, 31 – 40 % Mannane und 1 – 
2 % Chitin in der Trockenmasse. Allerdings variiert der jeweilige Komponentenanteil 
sowie dessen Struktur und chemische Zusammensetzung zwischen den 
Hefestämmen und in Abhängigkeit von den Kultivierungsbedingungen sehr stark 
(Kath und Kulicke, 1999; Aguilar-Uscanga und Francois, 2003; Jaehrig et al., 2007). 
In mehreren Studien konnte geschlussfolgert werden, dass eine Supplementierung 
von Mannan–Oligosacchariden (Davis et al., 2004; Rozeboom et al., 2005; Castillo et 
al., 2008) und β–Glucanen (Li et al., 2006) oder β–Glucanen in Kombination mit 
Vitamin C (Eicher et al., 2006) eine immunmodulierende Wirkung sowie einen 
positiven Effekt auf die Gesundheit der Absetzferkel hat.  
Dennoch, die genaue Wirkungsweise von lebenden und abgetöteten Hefen bzw. 
deren Zellwandbestandteile auf die Gesundheit der Tiere ist nicht komplett erforscht 









2.6. Methoden zur Untersuchung der Hefen 
 
Bei Hefen, sowohl Ascomyceten als auch Basidiomyceten, findet vorwiegend eine 
vegetative Vermehrung durch Sprossung oder Spaltung statt (Kurtzman und Fell, 
1998). Die ursprüngliche Charakterisierung der Hefen und ihre Nomenklatur stützen 
sich auf die morphologischen Merkmale und die verschiedenen biochemischen, 
phänotypischen Verfahren, die im Grunde genommen vor allem auf der Fähigkeit von 
Hefen basieren, kohlenstoffhaltige Substanzen zu assimilieren und zu fermentieren 
(Jarrow, 1998; Kurtzman, 1998; Pincus et al., 2007).  
Die Taxonomie der Hefen befindet sich in einem ständigen Umbruch, da 
kontinuierlich neue Spezies entdeckt werden. Zudem erfolgte die bisherige 
Klassifizierung auf Grundlage von phänotypischen Eigenschaften, die mit 
klassischen Kultivierungsmethoden untersucht wurden und häufig zu einer aus 
heutiger Sicht falschen Einordnung in die Taxonomie führten (Barnett et al., 1990). 
Mit den heutigen modernen Methoden, die auf genotypischen Eigenschaften 
beruhen, bedürfen viele Stämme einer aufwändigen Reklassifizierung (Kurtzman und 
Fell, 2006). 
Untersuchungen, mit den in den letzten Jahren entwickelten neuen 
molekularbiologischen Methoden, liefern in wesentlich kürzerer Zeit präzisere und 
eindeutigere Ergebnisse (Kurtzman und Fell, 2006). Zudem ist für die genaue 
Identifizierung der Mikroorganismen eine Sequenzierung bestimmter DNA–Regionen 
unumgänglich. Die online zugänglichen DNA–, RNA– und Protein–Datenbanken wie 
z. B. die Datenbank vom National Center for Biotechnology Information1 (NCBI–
Datenbank) ermöglichen einen schnellen Vergleich von Sequenzen sowie die 
Erforschung von evolutionären Prozessen. Außerdem werden die Sequenzen für die 
Entwicklung von spezies– oder gruppenspezifischen bzw. universalen Primern und 
Sonden verwendet. Im Folgenden sollen einige grundlegende molekularbiologische 










2.6.1. Identifizierung und Bestimmung der Biodiversität 
 
Zur Identifizierung sowie Erforschung der Verwandtschaftsbeziehungen von Hefen 
werden am häufigsten ribosomale Desoxyribonucleinsäuren (rDNA) herangezogen, 
deren hochkonservative Genregionen von variablen, speziesspezifischen Domänen 
separiert werden. Die rDNA Regionen bestehen aus Genen, die eine kleine (SSU) 
18S, 5,8S und eine große Untereinheit (LSU) 26S der ribosomalen DNA kodieren, 
welche von nicht kodierenden Bereichen, „internal transcribed spacers“ ITS1 und 
ITS2 (Chen et al., 2000) (Abb. 3), separiert werden (James et al., 1996; Pincus et al., 
2007). 
 










Abb. 3:  Schematische Darstellung von amplifizierenden Regionen: 18S, 5,8S rDNA 
sowie der D1 & D2 Domäne der 26S rDNA und ITS 1 & ITS 2 (internal 
transcribed spacer) nach Pincus (2007) 
 
 
Die 18S rDNA Region ist im Allgemeinen zu konservativ für die Differenzierung der 
Spezies, jedoch von großer Bedeutung für die phylogenetische Analyse auf 
Gattungs– und höherer Taxaebene (James et al., 1996; 2001; Kurtzman und 
Robnett, 2003).  
Peterson und Kurtzman (1991) zeigten, dass sich die Nukleotidsequenzen einer 
Spezies in der D2 Domäne weniger als 1 % unterscheiden und die Sequenzanalyse 
der beiden Domänen D1 & D2 der 26S rDNA (etwa 600 Nukleotide) ausreichend 
variabel für die genaue Identifizierung der vielen Spezies sind (Kurtzman und 
Robnett, 1997; 1998). Die sowohl in der Studie mit ca. 500 Hefespezies der 
Abteilung Ascomycota (Kurtzman und Robnett, 1998) als auch aus weiteren Studien 
mit Basidiomyceten (Fell et al., 2000; Scorzetti et al., 2002) ermittelten Sequenzen 




Die ITS1 und ITS2 Regionen wurden ebenso effektiv wie die D1 & D2 Domänen der 
26S rDNA für die Identifikation und Klassifikation der Spezies verwendet (Kurtzman 
und Robnett, 2003; Suezawa et al., 2006). Unter vielen Hefen der Abteilung 
Basidiomycota fanden Scorzetti et al. (2002) eine bessere Abgrenzung der Spezies 
bei den ITS Sequenzen im Vergleich zu D1 & D2, jedoch wurden einige Arten in D1 
& D2 effektiver als in den ITS Regionen differenziert. Obwohl die Gendatenbank von 
26S rDNA umfangreicher als die von ITS ist (Pincus et al., 2007), werden 
zunehmend die ITS Regionen für die Identifizierung der pathogenen Hefen 
verwendet (Chen et al., 2000; Pryce et al., 2003; Leaw et al., 2006; 2007). 
Schließlich ist für die genaue Identifikation, insbesondere bei engverwandten 
Spezies, eine Sequenzierung von beiden, den D1 & D2- und ITS-Regionen, zu 
empfehlen (Scorzetti et al., 2002; Kurtzman und Fell, 2006). 
Außer der exakten Speziesidentifikation unter Nutzung von spezifischen Primern 
erlauben einige molekularbiologische Methoden die Vielfalt der Mikroorganismen in 
unterschiedlichen ökologischen Nischen zu untersuchen. Anderson und Cairney 
(2004) haben einen ausführlichen Überblick über die verschiedenen molekularen 
Verfahren wie T/DGGE (temperature / denaturing gradient gel electrophoresis), 
SSCP (singlestrand conformation polymorphism), T–RFLP (terminal restriction 
fragment length polymorphism), ARDRA (amplified rDNA restriction analysis) und 
ARISA (amplified ribosomal intergenic spacer analysis) für die Erforschung der 
Ökologie der Pilze im Boden zusammengestellt.  
Die denaturierende Gradientengelektrophorese findet seit ihrer Einführung (Muyzer 
et al., 1993) am häufigsten Verwendung für die Untersuchungen der mikrobiellen 
Gemeinschaften und ermöglicht eine relativ schnelle und insbesondere kultivierungs-
unabhängige Charakterisierung (Muyzer, 1999). Diese Methode wurde für die 
Erforschung der Hefen in Früchten (Prakitchaiwattana et al., 2004; El Sheikha et al., 
2009), Wein (Cocolin et al., 2000; Urso et al., 2008), Milch (Cocolin et al., 2002) 
sowie in unterschiedlichen Nahrungsmitteln (Fleet, 2007) angewendet. In Abb. 4 ist 
eine schematische Prozessbeschreibung zur Durchführung der DGGE und eine 
mögliche Auswertung der Ergebnisse dargestellt. Bei der DGGE handelt es sich um 
eine Denaturierung bzw. Separierung der mit der Polymerase–Kettenreaktion (PCR) 
amplifizierten DNA–Fragmente in Schmelzdomänen (melting domains), welche auf 
Grund interspeziesvariabler Nukleotidenzusammensetzung (Divergenzen in G+C–




isovertikalem Gradienten (Harnstoff und Formamid) aufweisen. Um die vollständige 
DNA–Denaturierung zu verhindern, wird zum 5’ Ende eines für die PCR verwendeten 
Primers eine GC–Klammer (GC-reicher Sequenz ca. 30 – 50 bp) eingefügt (Muyzer 
und Smalla, 1998). Da die GC-reichen Fragmente deutlich höhere Schmelztempe-
raturen enthalten, bleiben die Sequenzen während des Gellaufes im teilgeschmolze-
nen Zustand auf spezifischen Positionen hängen. Nach Färbung mit einem Farbstoff 
(z. B. SYBR–Gold) zeigen sie auf einer unter UV-Licht fotographierten Aufnahme ein 




























Abb. 4: Prozessbeschreibung zur Durchführung der denaturierenden Gradientenge-
lektrophorese (DGGE) und eine mögliche Auswertung der Ergebnisse. Die 
mit GC–Klammer amplifizierten PCR–Fragmente (a) denaturieren in einem 
Polyacrylamid–Gel (b) mit isovertikalen Gradienten (hier 30 – 60 %, 
vorwiegend bestehend aus Harnstoff und Formamid). Die Bilder der DGGE–
Profile werden mit dem Programm BioNumerics® (c) statistisch analysiert 
(Clusteranalyse und Beschreibung der Biodiversität). Die betreffenden 
Banden (b) werden ausgeschnitten (d) und sequenziert. Die DNA–
Fragmente können nach der Sequenzierung für eine Identifizierung sowie 
phylogenetische Analyse verwendet werden.  
 
 
Einen statistischen Vergleich der DGGE–Profile innerhalb eines Gels sowie mehrerer 
Gele ermöglicht eine dafür geeignete Software, wie z. B. das in der Abb. 4c 




Belgien). Die Ergebnisse der densitometrischen Auswertung sind die Grundlage für 
die Durchführung der Clusteranalyse, die unter anderem auf der Basis der 
Ähnlichkeitskoeffizienten (similarity coefficient) sowie der kurvenbasierenden 
„Pearson product–moment correlation“ oder dem bandenbasierenden „Dice-index“ 
ermittelt wurde. Weiterhin können die Daten der relativen Bandenpositionen, die 
mittels der Funktion „band matching“ exportiert werden, für die Berechnung der 
Biodiversität verwendet werden. Im Allgemeinen betrachtet man dabei eine Bande 
als eine Spezies. Dies würde jedoch unter Umständen zu einer falschen Bewertung 
führen, da mitunter von einigen Spezies mehr als eine Bande gebildet wird (Muyzer 
und Smalla, 1998). Eventuell denaturieren Sequenzen engverwandter Spezies im 
gleichen Bereich, so dass allein anhand der Bandenposition keine Identifikation einer 
einzelnen Spezies möglich ist. Um eine genaue Identifizierung der Banden bzw. 
Sequenzen zu ermöglichen, müssen die betreffenden Banden ausgeschnitten und 
sequenziert werden (Ercolini, 2004). 
Gegenwärtig schenken viele Wissenschaftler der Entwicklung oder Adaptation von 
molekularen Methoden zur schnelleren und zuverlässigen Identifizierung der Hefen 
hohe Beachtung. Diese Kenntnisse allein sind jedoch ohne quantitative Angaben für 
die umfassende Charakterisierung der jeweiligen Hefeart bzw. Hefepopulationen im 




Die modernen Methoden der Real–Time quantitative PCR und der Fluoreszenz–in–
situ–Hybridisierung finden in der letzten Zeit zunehmend Annerkennung als schnelle 
und effektive Verfahren zur Beurteilung der mikrobiellen Dynamik im entsprechenden 
Untersuchungsmaterial. Beide Methoden beruhen im Grunde genommen auf der 
Detektion und Quantifizierung der mit Fluoreszenzfarbstoff markierten 
regionspezifischen Nucleinsäuren.  
Hinsichtlich der Hefeforschung wurde die RTQ-PCR bisher zur Quantifizierung der 
Hefen in Wein (Delaherche et al., 2004; Martorell et al., 2005; Hierro et al., 2006; 
2007; Salinas et al., 2009), Milchprodukten (Bleve et al., 2003; Larpin et al., 2006) 
und humanen Faeces (Chang et al., 2007) angewendet. Smith und Osborn (2009) 
geben eine Übersicht über die theoretische und praktische Anwendung der RTQ–




auf der herkömmlichen Polymerase–Kettenreaktion basiert. Während des RTQ–
PCR–Ablaufs interkalieren die zugegebenen Fluoreszenzfarbstoffe (z. B. SYBR 
Green I) in die amplifizierte DNA–Zielsequenzen. Auf der Basis der erworbenen 
Fluoreszenzeigenschaften können die Sequenzen während der RTQ-PCR erfasst 
werden. Um die Quantifizierung zu ermöglichen, ist es notwendig, Standardkurven zu 
erstellen, welche sich aus der Amplifikation der jeweiligen bekannten 
Templatemenge ergeben. Inzwischen ist die Entwicklung und Verwendung 
spezifischer, mit unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffen markierten Hybridsonden 
fortgeschritten, so dass eine genaue Identifizierung und Quantifizierung der 
einzelnen Spezies sowie der mikrobiellen Gemeinschaften zeitgleich in einer PCR–
Reaktion (multicolour, uni/multiplex RTQ–PCR) möglich ist (Luo und Mitchell, 2002; 
Huang et al., 2007; Innings et al., 2007; Schroeder und Nitsche, 2009).  
Fluoreszenz–in–situ–Hybridisierung stellt ein kultivierungsunabhängiges Verfahren 
dar, das eine Detektion, Identifizierung sowie Visualisierung und Quantifizierung der 
individuellen Zellen direkt in einer Probe erlaubt (Amann et al., 2001). Gegenüber der 
oben beschriebenen RTQ-PCR ist zur Durchführung der FISH keine Amplifikation der 
Sequenzen notwendig, dafür wird möglichst frisches Probenmaterial - z. B. Kot - 
verwendet. Diese Methode basiert darauf, dass eine fluoreszenzmarkierte Sonde im 
Mikroorganismus an ihre Ziel-rRNA-Sequenz hybridisiert. Dadurch sind die mit 
unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffen markierten Zellen unter dem 
Fluoreszenzmikroskop erkennbar und können z. B. mittels der so genannten 
Durchflusszytometrie (Flow Cytometry) (Veal et al., 2000) automatisch detektiert und 
quantifiziert werden. In den letzten Jahren stieg die Bedeutung der FISH als schnelle 
und hochspezifische Methode für viele mikrobiologische, phylogenetische, 
ökologische und diagnostische Untersuchungen (Bottari et al., 2006). In der Medizin 
wird die FISH–Technik vor allem auf Grund einer schnellen Detektion, Identifizierung 
(Rigby et al., 2002; Wilson et al., 2005; Shepard et al., 2008; Gherna und Merz, 
2009) und Quantifizierung (Chang et al., 1998) von pathogenen Hefen eingesetzt. 
Weiterhin wurde diese Methode erfolgreich zur Analyse von Hefen in Wein genutzt 
(Stender et al., 2001; Xufre et al., 2006; Roder et al., 2007).  
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3. Resümee der Literaturübersicht und abgeleitete Zielstellung für die 
eigenen Untersuchungen 
 
Im Verlauf der Evolution passten sich die verschiedenartigen Mikroorganismen dem 
vorherrschenden Milieu des tierischen Gastrointestinaltraktes an, woraus sich eine 
mutualistische Symbiose zwischen der Mikrobiota und dem Wirt entwickelt hat. Die 
Entwicklung der intestinalen Mikrobiota ist ein kontinuierlicher und sehr komplexer 
Prozess, der von mehreren Faktoren wie Wirt, Diät und Umwelt beeinflusst wird. 
Nach der Geburt recht einfach strukturiert und in der folgenden Absetzphase sehr 
instabil, entwickelt sich die Mikrobiota im weiteren Verlauf zu einem dynamischen, 
vielfältigen und stabilen Mikroökosystem. 
Die Darmmikrobiota der Schweine besteht größtenteils aus Bakterien, deren 
Entwicklung und Einflussnahme auf die Gesundheit des Wirtes gut beschrieben sind. 
Auf Grund ihrer hohen Relevanz stehen sie immer wieder im Mittelpunkt des 
wissenschaftlichen Interesses. Den im Darm vorkommenden Hefen wird dagegen 
eine untergeordnete Rolle zugewiesen. Im Allgemeinen wird in der Human– und 
Veterinärmedizin eine quantitative Steigerung der Hefen im gastrointestinalen 
Ökosystem negativ bewertet. Über ihre Aufgaben und Stoffwechselaktivitäten sowie 
ihren Einfluss bzw. ihre Wechselbeziehungen mit der bakteriellen Mikrobiota ist 
allerdings wenig bekannt. Eine umfassende Beurteilung der Wirkung von Hefen im 
Verdauungstrakt ist mit dem gegenwärtigen Kenntnisstand, der vorwiegend auf 
Befunden der klassischen Kultivierungsmethode aus den fünfziger und sechziger 
Jahren des 20. Jahrhunderts beruht, unvollständig bzw. nicht möglich. Mit der 
Einführung der molekularbiologischen Methoden in die moderne Forschung 
eröffneten sich neue Möglichkeiten, die bereits erworbenen Kenntnisse zu erweitern.  
 
Um die bestehenden wissenschaftlichen Erkenntnisse auf dem Gebiet der 
intestinalen Hefen bei Schweinen, die zurzeit noch sehr lückenhaft sind, zu 
vervollständigen, sollten folgende Fragestellungen in der vorliegenden Arbeit 
untersucht werden: 
 
 die Biodiversität und Zusammensetzung der Hefepopulation im GIT von 
Ferkeln der Deutschen Landrasse vor und nach dem Absetzen, 
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 der Einfluss der Umgebungs– bzw. Haltungsbedingungen auf die intestinale 
Hefepopulation,  
 die quantitative Entwicklung der Hefen im Darm von Ferkeln nach dem 
Absetzen, 
 die potenziellen Interaktionen zwischen Hefen und den Bakteriengruppen 
Enterobakterien, Enterokokken und Laktobazillen und 
 die Stoffwechselaktivitäten der im Darm von Ferkeln dominierenden Hefen. 
 
Zur Erreichung der genannten Ziele sollen bei den geplanten Untersuchungen und 
Analysen die klassischen kultivierungsabhängigen Verfahren (Keimzahlbestimmung 
sowie der Assimilations–, Fermentations- und Enzymtest) in Kombination mit 
molekularbiologischen Methoden (PCR–DGGE, DNA–Sequenzierung) zur Anwen-
dung gebracht werden.  
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4. Eigene Untersuchungen: Tiere, Material und Methoden 
 
4.1. Experiment A – Biodiversität und Charakterisierung der Hefepopulation im 
Darm von Absetzferkeln 
 
Im Rahmen des EU–Projektes (FOOD-CT-2004-506144) „Feed for Pig Health“ wurde 
ein Fütterungsversuch mit dem Ziel durchgeführt, an Ferkeln die Wirkung von 
Pflanzen, Pflanzenteilen sowie pflanzlichen Extrakten und Produkten auf die 
Darmgesundheit und die intestinale Mikrobiota während und nach dem Absetzen zu 
beurteilen. Der Versuch wurde zeitgleich an zwei verschiedenen Standorten unter 
unterschiedlichen Produktions- und Haltungsbedingungen durchgeführt. Die aus 
diesen Versuchen gewonnenen Hefekulturen wurden für die weitere 
Charakterisierung verwendet. Weiterhin wurde der Einfluss der Umgebungs– bzw. 
Haltungsbedingungen auf die Hefepopulation untersucht. An beiden Standorten 
wurde dasselbe Futtermittel verwendet. Die beiden Standorte waren:  
 
 Experimentalanlage Schwein (EAS) des Dummerstorfer Leibniz-Instituts für 
Nutztierbiologie (FBN) mit einem überdurchschnittlichen Hygiene– und 
Gesundheitsstatus sowie hochmoderner technischer Ausrüstung 
 Kommerzielle Farm (KF) mit Schweinemast– und Aufzuchtanlage in 
Pankelow, mit konventionellen Haltungsbedingungen.  
 
4.1.1. Versuchstiere, Fütterung und Haltung 
 
Insgesamt 95 Ferkel der Rasse Deutsches Landschwein (DL) wurden für diesen 
Versuch verwendet. Um möglichst genetisch einheitliche Tiere für diese 
Untersuchungen zu haben, wurden in beiden Anlagen nur Nachkommen von einem 
Vatertier für die Versuche genutzt. In beiden Anlagen erfolgte die Abferkelung in 
Abferkelbuchten (Abb. 5), welche mit separaten Nippeltränken und Futterbereichen 
ausgerüstet und so gestaltet waren, dass sowohl Sauen als auch Ferkel eigene 
Bereiche zum Fressen und Ruhen hatten.  
 





Abb. 5: Abferkelbuchten der Experimentalanlage Schwein (EAS) und der 
kommerziellen Farm (KF) 
 
 
Nach dem Absetzen wurden die Ferkel in Gruppenhaltung (EAS n = 8 - 10; KF n ≈ 20 
pro Box) aufgestallt. Die Boxen waren in beiden Anlagen mit Nippeltränken 
ausgerüstet. 68 Ferkel (KF n = 33, und EAS n = 35), die während der gesamten 
Säugezeit kein Mischfuttermittel erhalten hatten, wurden am 28. Lebenstag (LT) 
abgesetzt. Nach dem Absetzen wurden diese Tiere ad libitum mit einer einheitlichen 
Charge eines Ferkelaufzuchtfutters I gefüttert, das in der Mischanlage von Institute 
for Animal Science and Health in Lelystad hergestellt wurde. Die Zusammensetzung 
ist aus Tab. 2 ersichtlich.  
Um die Differenzen im Hefevorkommen in Abhängigkeit von Milch oder von festem 
Futter zu untersuchen, wurden 27 Ferkel (KF n = 18 und EAS n = 9) 11 Tage länger 
(bis zum 39. LT) von den Sauen gesäugt. In dieser Zeit erhielten die Ferkel kein 
Mischfuttermittel. 
Um jegliche weitere Beeinflussung der Mikrobiota auszuschließen, wurden keine 
Medikamente, weder zur Therapie noch zur Prophylaxe, verabreicht. Die Tiere 
wurden unter natürlichem Lichtregime (Tag und Nacht) mit ähnlicher Temperatur 
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Tab. 2: Zusammensetzung des Ferkelaufzuchtfutters I1 (Experiment A) 
 
Futtermittel % Inhaltsstoffe pro kg
Gerstenmehl 30,0 Trockenmasse [g] 888 
Weizenmehl 29,7 Stärke + Zucker [g] 455 
Molkepulver   8,0 Rohprotein [g] 191 
Erbsen (44 % Stärke)   5,0 Asche [g] 55 
Kartoffelprotein (Protastar)   5,0 Rohfett [g] 50 
Soycomil® (Sojaproteinkonzentrat)   4,0 Rohfaser [g] 34 
Maisstärke   4,0 Lysin [g] 12,5 
Palmöl + Sojabohnenöl   3,1 K [g]   8,5 
Weizenkleie   2,5 Threonin [g]   8,0 
Sonnenblumenmehl   2,5 Methionin+Cystin [g]   7,8 
Maiskleber   2,2 Ca [g]   7,2 
Calciumcarbonat   1,02 Cl [g]   6,7 
Melasse   1,009 P [g]   6,1 
Monocalciumphosphat   0,78 Methionin [g]   4,4 
Vormischung aus Vit/SE2   0,4 Tryptophan [g]   2,5 
L-Lysin-HCl (79 %)   0,34 Na [g]   2,5 
NaCl   0,28   
Methionin (99 %)   0,11 Zn [mg] 90,0 
Tryptophan (99 %)   0,031 Cu [mg] 20,0 
Threonin (98 %)   0,030 NEF [MJ/kg] 10 
Gesamt   100     
 
1 Die Angaben zur Deklaration des Mischfuttermittels stammen aus dem EU–Projekt (FOOD-CT-2004-
506144) „Feed for Pig Health“.  
2 Zusammensetzung der vitaminisierten Mineralstoffmischung in Tab. A 1 
 
 
4.1.2. Schlachtung, Probennahme und –aufarbeitung 
 
An insgesamt 24 Terminen, die über das Jahr verteilt waren, wurden jeweils 4 Ferkel, 
abgesetzte und nicht abgesetzte, von beiden Farmen am 39. LT nach dem 
Zufallsprinzip ausgewählt und zum Tiertechnikum des FBN transportiert. Ein Ferkel 
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ist auf dem Transport verstorben. Unmittelbar danach erfolgte die intrakardiale 
Injektion von T61® (Intervet, Unterschleißheim, Deutschland). Nach Durchführung der 
Euthanasie wurde durch mediale Eröffnung der Bauchhöhle der gesamte GIT 
entnommen. Chymus wurde aus dem Ileum, welches als letztes Drittel des 
Dünndarmes definiert wurde, dem Caecum und dem Colon gesammelt, auf Eis 
gelagert und unmittelbar danach ins Labor transportiert, wo die weitere Aufarbeitung 
erfolgte.  
 
4.1.3. Kultivierungsabhängige Mikrobiologie 
 
Alle Kultivierungen erfolgten in einem S2 Labor an einer Sicherheitswerkbank der 
Klasse II Typ HS 15 (Heraeus, Hanau, Deutschland) gemäß der Verordnung über 
Sicherheit und Gesundheitsschutz bei Tätigkeiten mit biologischen Arbeitsstoffen 
(Biostoffverordnung – BioStoffV2).  
Alle biologischen Arbeitsstoffe3 sowie die verbrauchten Materialien wurden als 
potenziell infektiös betrachtet und vor der Entsorgung ordnungsgemäß autoklaviert. 
 
4.1.3.1. Keimzahlbestimmung der Hefen im Chymus 
 
Um die Hefekeimzahl zu bestimmen, wurden die frischen Chymusproben in 
physiologischer Natriumchloridlösung in Dezimalschritten verdünnt und das Inokulat 
der jeweiligen Verdünnungsstufe (10-1 - 10-5) auf zwei Parallelplatten mit Sabouraud-
2 %-Glucose–Agar (SGA) mit Chloramphenicol (50 mg/l) (MERCK, Darmstadt, 
Deutschland) aufgetragen und 5 Tage bei 37 °C aerob inkubiert. Nach der Bebrütung 
wurden aus der Verdünnungsreihe die Platten für die Auszählung herangezogen, auf 
denen sich die nach der Koloniemorphologie auswertbaren, d. h. räumlich 
voneinander getrennten und gut zu differenzierenden Kolonien befanden. Die 
Auszählung wurde mit einem mechanischen Koloniezählgerät (SCHÜTT 
Labortechnik GmbH, Göttingen, Deutschland) durchgeführt. 
Die Berechnung der Keimzahl erfolgte unter Verwendung des Mittelwertes der 
beiden ausgezählten Parallelplatten und unter Berücksichtigung der jeweiligen 
                                                 
2 http://www.gesetze-im-internet.de/biostoffv/index.html 
3 Biologische Arbeitsstoffe sind Mikroorganismen, einschließlich gentechnisch veränderter 
Mikroorganismen, gefährdungspotentiale Zellkulturen und humanpathogene Parasiten, die beim 
Menschen Infektionen, sensibilisierende oder toxische Wirkungen hervorrufen können (BioStoffV). 
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Verdünnungsstufe. Als Ergebnis wurde somit die Keimzahl, angegeben als 
dekadischer Logarithmus der koloniebildenden Einheiten je Gramm Probe (lg KBE/g) 
erhalten. 
 
4.1.3.2. Isolierung und Gewinnung der Reinkulturen von Hefen 
 
Eine Beurteilung der Mikroorganismen hinsichtlich ihrer physiologischen, chemischen 
und genetischen Eigenschaften ist erst dann möglich, wenn die zu untersuchenden 
Populationen als gleichartige Individuen bzw. als Reinkultur4 vorliegen.  
Die Herstellung der Hefereinkultur erfolgte in zwei Schritten. Zunächst wurde etwas 
Zellmaterial von Einzelkolonien mit einer Impföse entnommen und durch 
Verdünnungsausstriche auf SGA–Platten vereinzelt. Die Inkubation erfolgte 3 – 5 
Tage bei 37 °C. Die Prozedur wurde zweimal wiederholt. Nach dreimaligem 
Ausstreichen sind die morphologisch identischen Kolonien mit hoher 
Wahrscheinlichkeit als Reinkultur zu betrachten. Nach jedem Reinigungsausstrich 
wurden die Kolonien makroskopisch nach Größe, Form, Farbe und 
Oberflächenstruktur sowie mikroskopisch nach ihrer Morphologie beurteilt. 
Anschließend wurden die Stämme vermehrt und in Glycerin–Kryoröhrchen 
konserviert. 
 
4.1.3.3. Konservierung von Hefekulturen 
 
Die Kryokonserven wurden folgendermaßen hergestellt: wenig Zellmaterial der 
Hefereinkulturen wurden in Kryo–Röhrchen mit 1 ml Hefeextrakt–Malzextrakt–
Bouillon (HMB) suspendiert und in einem Schüttelinkubator 1000 (Heidolph, 
Düsseldorf, Deutschland) 24 h bei 37 °C bebrütet. Das HMB-Medium hatte folgende 
Zusammensetzung: 
 Hefeextrakt 3 g 
 Malzextrakt 3 g 
 Sojapepton 5 g 
 Glucose  10 g  
 aqua dest. 1 l 
                                                 
4 Unter einer Reinkultur versteht man eine Population von Mikroorganismen, die aus einer einzelnen 
Zelle hervorgegangen und frei von andersartigen Mikroorganismen (Kontaminanten) ist (Bast, 2001).  
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Nach der Inkubation wurde visuell auf Trübung kontrolliert, bei ausreichender 
Vermehrung 350 µl Glycerin (60 %) zugegeben und gemischt. Die Konserven 
wurden bei –30 °C eine Stunde im Gefrierschrank eingefroren und schließlich bei  
–80 °C gelagert.  
 
4.1.3.4. ID 32 C System 
 
Das ID 32 C System (bioMérieux, Nürtingen, Deutschland) ist ein standardisiertes 
System zur Identifizierung der Hefen anhand von 32 Assimilationsreaktionen (Tab. A 
3). Ein ID 32 C Streifen besteht aus 32 Vertiefungen, die unterschiedliche Substrate 
in dehydrierter Form enthalten. Für den Test wurden Reinkulturen aus 
Kryokonserven auf SGA–Platten zwei bis drei Tage (je nach Hefestamm) bei 37 °C 
erneut angezüchtet. Aus dem Zellmaterial wurde mit physiologischer NaCl–Lösung 
eine Suspension mit einer, dem McFarland Standard5 2 (Tab. A 2) (bioMérieux, 
Nürtingen, Deutschland) entsprechenden, optischen Dichte hergestellt. Von dieser 
Suspension wurden 250 µl in eine Ampulle mit API C Medium pipettiert, 
homogenisiert und davon unverzüglich 135 µl Inokulum mit einer Pipette in die 
Vertiefungen des Streifens eingebracht. Die beimpften Streifen wurden in einer 
„feuchten Kammer“ zwei Tage bei 37 °C inkubiert. Nach Angaben des Herstellers 
sind die zu untersuchenden Mikroorganismen bei 29 ± 2 °C zu inkubieren. Um die 
Stoffwechselaktivitäten der Hefen im Schweinedarm nachvollziehen zu können, 
wurde von dieser Herstellerangabe abgewichen. Danach erfolgte die Auswertung, 
indem das Vorhandensein oder das Fehlen einer Trübung in jeder Vertiefung mit der 
negativen Wachstumskontrolle visuell verglichen wurde. Die stärkere Trübung wurde 
als positiv gewertet. 
 
4.1.3.5. API ZYM Test 
 
Für die Charakterisierung ausgewählter Hefen wurde das API ZYM System 
(bioMérieux, Nürtingen, Deutschland) verwendet. Der API ZYM Streifen besteht aus 
20 Mikroküvetten bzw. Vertiefungen, die speziell zum semi-quantitativen Nachweis 
von 19 Enzymen (Tab. A 4) konzipiert sind, wobei eine Vertiefung als Kontrolle dient. 
                                                 
5 Der McFarland Standard ist eine Reihe von Bariumsulfat–Suspensionen mit verschiedenen 
optischen Dichten, die zur Konzentrationseinstellung von Keimsuspensionen verwendet wird.  
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Das System eignet sich für Mikroorganismen und andere biologische Materialien. Die 
Durchführung des Testes ist ähnlich wie bei dem ID 32 C System. Zunächst erfolgte, 
wie oben beschrieben, die Herstellung einer, dem McFarland Standard 5 (Tab. A 2) 
entsprechenden Hefesuspension (HS). Anschließend wurden 65 µl der HS in jede 
Mikroküvette des Streifens pipettiert. Inkubiert wurde in einer „feuchten Kammer“ 4,5 
Stunden bei 37 °C. 
Nach dem Inkubieren wurden in jede Mikroküvette jeweils ein Tropfen Reagenz ZYM 
A und ZYM B gegeben und eine 5 min Reaktionszeit für die Farbentwicklung 
abgewartet. Zur Beurteilung der Reaktionen wurden die Streifen 30 – 60 sec intensiv 
mit einer Lampe belichtet, um die negativen Reaktionen zu entfärben. Die 
Auswertung erfolgte durch Ablesen der Farbintensität (Tab. A 4) nach einer Skala 
von 0 bis 5. Farbreaktionen im Bereich von 3 bis 5 wurden als positiv gewertet. Um 
die Auswertung der Farbintensität zu präzisieren, wurden die ausgewerteten Streifen 
18 Stunden bei Zimmertemperatur und Tageslicht stehen gelassen.  
 
4.1.3.6. Assimilationstest in Mikrotiterplatten 
 
Zur weiteren Charakterisierung der im Schweinedarm vorkommenden Hefen wurde 
der Assimilationstest durchgeführt, um im Vergleich zum ID 32 C mit einem breiteren 
Substratspektrum zusätzliche Energiequellen für das Wachstum der 
Mikroorganismen zu finden. Die Ausführung des Testes erfolgte nach den auf der 
Website6 von CBS (Centraalbureau voor Schimmelcultures, Utrecht, Niederlande) 
erhältlichen Anweisungen. Das Substratspektrum wurde in Anlehnung an Jarrow 
(1998) gewählt. Im Test wurden nur reine, für mikrobiologische Zwecke bestimmte 
Chemikalien verwendet (Tab. A 6).  
 
4.1.3.6.1. Durchführung des Assimilationstestes  
 
Für die Durchführung des Testes wurden folgende Media hergestellt. 
 
 Basalmedium (BM): Yeast nitrogen base Medium “Difco” 10 g/100 ml aqua 
bidest. 
                                                 
6 http://www.cbs.knaw.nl/yeast/defaultpage.aspx#2 
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 Substratlösung (SL): 45 ml BM + 0,351 g bzw. ml der zu testenden 
Kohlenstoffquelle 
 Reaktionsmedium (RM): 5 ml BM + 45 ml SL 
 
Alle Lösungen, mit Ausnahme solcher mit löslicher Stärke und Inulin, wurden durch 
einen 20 µm Filter sterilisiert. Wegen einer hohen Viskosität und 
Temperaturempfindlichkeit wurde das durch Gammastrahlung sterilisierte Inulin 
(Gamma-Service Produktbestrahlung GmbH, Radeberg, Deutschland) unter 
keimarmen Bedingungen in einen Erlenmeyerkolben eingewogen und mit sterilem 
aqua dest. suspendiert. Um eine mögliche Hydrolyse der löslichen Stärke durch die 
Behandlung auszuschließen, wurde sie sowohl als autoklaviertes als auch 
tyndalisiertes Substrat (siehe Abschnitt 4.1.3.7) getestet. Anschließend wurde das 
RM in sterile 2 ml Eppendorf–Reaktionsgefäße pipettiert und bei 4 °C bis zur 
Verwendung gelagert.  
Für den Assimilationstest wurden die 96-Wells-Mikrotiterplatten (MP Roth GmbH, 
Karlsruhe, Deutschland) folgendermaßen vorbereitet: in jede Vertiefung der MP 
wurden 150 µl des RM pipettiert. Die verwendeten Substrate und deren Position auf 
der MP können aus der Tab. A 6 entnommen werden.  
Für die Herstellung der Hefesuspension (HS) wurde etwas Hefefrischkultur mit einer 
Impföse von der SGA–Platte genommen und in einem Röhrchen mit steriler 0,9 %-
iger NaCl-Lösung, dem McFarland Standard 2 (Tab. A 2) entsprechend, suspendiert. 
50 µl HS wurden mit einer Achtkanalpipette in die mit unterschiedlichen Substraten 
befüllten Vertiefungen der MP pipettiert.  
 
4.1.3.6.2. Inkubation, Messung der optischen Dichte 
 
Um das Austrocknen der Medien zu vermeiden, wurden die Platten in sterile 
Plastiktüten mit einem Folienschweißgerät (HAWO, Mosbach, Deutschland) 
eingeschweißt. Zum Zeitpunkt der Messungen wurden die Platten aus den Tüten 
entnommen und nach den Messungen wieder eingeschweißt. Die Bebrütung erfolgte 
bei 37 °C in einem Schüttelinkubator 1000 (Heidolph, Düsseldorf, Deutschland). Die 
Extinktion der beimpften Vertiefungen wurde nach der Inokulation für die Feststellung 
des Ausgangspunktes, sowie nach 24-, 48-, 72- und 96-stündiger Inkubation im 
Mikroplatten–Reader Sunrise™ (Tecan, Männedorf, Deutschland) mit Hilfe der 
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Software Magellan (Tecan, Männedorf, Deutschland) bei 405 nm gemessen. Zur 
Kontrolle wurden die Platten vor jeder Messung visuell beurteilt und dokumentiert. 
 
4.1.3.7. Fermentationstest  
 
Das Prinzip des Testes beruht darauf, ob Gasbildung oder Farbänderung durch die 
Fermentierung der unterschiedlichen Kohlenhydrate stattfindet (Jarrow, 1998).  
Die in unserem Versuch isolierten Hefen wurden auf die Fermentierung von D–
Galactose, D–Glucose , D–Saccharose, D–Maltose, D–Lactose, D–Raffinose, D–
Trehalose, Inulin, lösliche Stärke, D–Melibiose, D–Cellobiose und D–Xylose getestet. 
 
Folgende Lösungen wurden im Test verwendet: 
 
 Basalmedium (BM): Hefeextrakt (4,5 g/l) und Sojapepton (7,5 g/l) 
 Stock Indikatorlösung (IL): 50 mg Bromthymolblau in 75 ml aqua bidest.  
 Zuckermedien (ZM): BM + 2 % (bzw. 4 % bei Raffinose) vom jeweiligen 
Zucker + 0,4 ml/l sterile IL 
 
Bromthymolblau wird im Labor oft als Indikator für eine pH-Wert-Änderung in 
Lösungen mit verschiedenen Testsubstraten eingesetzt. Alle ZM, außer das Inulin–
Medium, wurden mit einer peristaltischen Schlauchpumpe PERIMATIC Jencons 
(Medizin- und Labortechnik Fritz GÖSSNER GmbH, Rostock, Deutschland) in zwei 
Kulturröhrchen (16 x 180 mm) je Zuckerart zu jeweils 9,0 ml gefüllt. Zum Auffangen 
des gebildeten Gases wurde ein umgekehrtes Durham–Röhrchen in jedes 
Reagenzglas (35 x 10 mm) gegeben. Die ZM wurden einer fraktionierten Sterilisation 
(Tyndallisation) unterzogen, die durch eine 20-minütige Erhitzung der Medien bei 
100 °C im Dampfsterilisator (Varioklav) 75 S (H+P Labortechnik AG, Oberschleiß-
heim, Deutschland) an drei aufeinander folgenden Tagen durchgeführt wurde. Nach 
dem ersten und zweiten Erhitzen wurden die Proben zur Überprüfung auf das 
Vorhandensein noch lebender Keime im Inkubator bei 37 °C 12 Stunden lang 
bebrütet. Anschließlich wurden die ZM bei Zimmertemperatur abgekühlt und bis zur 
Verwendung bei 4 °C gelagert. Das Inulin–Medium wurde, wie oben beim 
Assimilationstest beschrieben, vorbereitet. 
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Die Hefesuspension (HS) wurde nach dem gleichen Prinzip wie beim 
Assimilationstest, dem McFarland Standard 5 (Tab. A 2) entsprechend, hergestellt. 
Die Beimpfung der ZM erfolgte durch Zugabe von 100 µl HS. Die beimpften Proben 
wurden bei 37 °C eine Woche lang bebrütet. Die Medien wurden täglich überprüft. 
Gasbildung sowie eine deutliche Farbänderung von Blau zu Gelb wurde als positives 
Ergebnis protokoliert.  
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4.1.4. Molekulare Mikrobiologie 
 
4.1.4.1. Isolierung genomischer DNA aus Reinkulturen 
 
Von den Glycerinkonserven wurden 50 µl Inokulum auf die SGA–Platten ausplattiert 
und bei 37 °C 3 – 5 Tage inkubiert. Nach der Bebrütung wurde von der Hefebio-
masse mittels eines FastDNA® SPIN Kit’s (MP Biomedicals, Heidelberg, 
Deutschland) entsprechend den Angaben des Herstellers DNA isoliert. Die DNA–
Konzentrationen (ng DNA je µl) wurden mit Hilfe des Nanodrop ND–1000 
Spektralphotometers (PEQLAB Biotechnologie GMBH, Deutschland) bestimmt.  
 
4.1.4.2. Polymerase–Kettenreaktion der eukaryotischen 26S rDNA  
 
Für die Amplifikation der DNA–Fragmente der D1 & D2 Domänen der 26S rDNA kam 
die Polymerase–Kettenreaktion (PCR) zur Anwendung. Dazu wurden die von 
Kurtzman und Robnett (1998) beschriebenen Primer NL1 (Forward) und NL4 
(Reverse) benutzt (Tab. 3). Die Primer wurden durch Eurofins (MWG Operon, 
Deutschland) synthetisiert. Die PCR wurde unter Nutzung des Q–BioTaq CORE Kits 
(MP Biomedicals, Deutschland), der Taq DNA Polymerase, dNTP’s Mix 
(Desoxynucleotidtriphosphate: bestehend aus dATP, dCTP, dGTP und dTTP) und 
Inkubationspuffer (Tris HCl – 10 mM, pH – 9,0, KCl – 50 mM, MgCl2 – 1,5 mM, Triton 
x 100 – 0,1 %, BSA 0,2 mg/ml) enthielt, durchgeführt. Das für die PCR benötigte 
aqua bidest. wurde autoklaviert und einer anschließenden 15-minütigen UV-
Bestrahlung unterzogen. Die Template–DNA wurde mit DNA-freiem aqua dest. so 
verdünnt, dass die Endkonzentration 1 ng DNA/µl betrug.  
 
Tab. 3: Primer für PCR in Experiment A 
 
Name (bp) Sequenz 5' – 3' 
NL1 f (24) GCA TAT CAA TAA GCG GAG GAA AAG 
NL4 r (19) GGT CGT TGT TTC AAG ACG G 
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Zur Durchführung der PCR mit einem Gesamtvolumen von 50 µl wurden jeweils 49 µl 
Mastermix mit folgender Zusammensetzung in die Reaktionsgefäße gegeben:  
 Inkubationspuffer:   5,00 µl  
 Primer Forward (10 µM):   1,00 µl  
 Primer Reverse (10 µM):   1,00 µl  
 dNTP's (10 µM jeder):   1,00 µl  
 Taq–Polymerase (5 U/µl):   0,25 µl  
 PCR–aqua bidest.: 40,75 µl 
 
Danach wurde 1 µl der Template–DNA einpipettiert und in einen MJ MiniTM Personal 
Thermal Cycler (BioRad, München, Deutschland) eingesetzt. Unter Nutzung 
nachfolgenden Programms (Tab. 4) wurde die PCR durchgeführt (Lopandic et al., 
2006).  
 
Tab. 4: PCR-Programm in Experiment A 
 
Phase Temperatur Zeit Zyklen 
Initiale Denaturierung 98 °C  5 min  1 
Denaturierung 98 ºC  15 sec 
Annealing 59 ºC  60 sec 




Finale Elongation 72 ºC  10 min 1 
 
 
Um mögliche Kontaminationen festzustellen, wurde immer eine Probe als 
Negativkontrolle (PCR–Mastermix ohne Template–DNA) angesetzt. 
 
4.1.4.3. Gelelektrophoretische Analyse der PCR–Amplikons 
 
Nach der Durchführung der PCR wurden die Amplikons (PCR–Fragmente) auf ein 
2 %–iges Agarosegel übertragen, um mit Hilfe der Elektrophorese zu prüfen, ob die 
Amplifikation gelungen ist und um die Größe der Fragmente festzustellen. Dabei 
erfolgte die Elektrophorese in folgenden Arbeitsschritten. Die Agarose wurde im 
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1 x TAE-Puffer (Herstellung der Stammlösung siehe Tab. A 7) auf einer 
Induktionsplatte solange aufgekocht, bis die Agarose gelöst war. Dann wurden 5 µl 
Ethidiumbromid (EtBr; 1 %) pro 100 ml Gellösung dazu gegeben und gründlich 
gemischt. Danach wurde die Lösung zum Polymerisieren in eine Gelkammer mit 
eingesetztem Kamm gegossen. Nach Abschluss der Polymerisation wurde das Gel 
in eine mit 1 x TAE-Puffer gefüllte Gelelektrophoresekammer (Agagel Midi–Wide; 




Abb. 6: Gelelektrophoresekammer Agagel Midi–Wide (a) und Geldokumentations- 
system AlphaDigiDoc RT (b) 
 
 
Fünf µl des Amplikons wurden mit 1 µl 10 x DNA Lader–Puffer SYBR–Green versetzt 
und mit einem Marker HyperLadder IV (von 100 bp – 1000 Kb - Bioline GmbH, 
Luckenwalde, Deutschland) auf das Gel aufgetragen. Die Elektrophorese dauerte bei 
100 V eine Stunde. Die Gele wurden danach in einem Geldokumentationssystem 
AlphaDigiDoc RT (Abb. 6; Alpha Innotech Corporation, San Leandro, CA, USA) mit 
einer Digitalkamera SP–500 UZ (Olympus, Hamburg, Deutschland) unter Nutzung 
der Software AlphaEaseFCTM 4.0 (Alpha Innotech Corporation) fotografiert. Anhand 
der Aufnahme wurde die Größe der Amplikons durch Vergleich mit den 
Bandenpositionen des Markers bestimmt. 
 
4.1.4.4. Sequenzierung der PCR–Amplikons 
 
Die PCR–Produkte wurden mit QIAquick PCR Purification Kit (Qiagen, Hilden, 
Deutschland) nach den Arbeitsvorschriften des Herstellers gereinigt und 
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anschließend die Konzentration am Nanodrop ND–1000 Spektralphotometer 
(PEQLAB Biotechnologie GMBH, Deutschland) gemessen.  
Pro 100 bp Fragmentlänge wurden 5 ng der PCR–Produkte in sterile 0,2 ml– 
Eppendorf–Reaktionsgefäße pipettiert, mit SEQ–aqua dest. (HPLC rein) auf 
insgesamt 8 µl aufgefüllt und 0,5 µl des jeweiligen Primers (10 µM) NL1 und NL4 
dazugegeben.  
Die Sequenzierung erfolgte im Forschungsbereich Molekularbiologie des FBN unter 
Nutzung des MegaBACE™ Sequenzing System (Amersham Biosciences, 
Piscataway, USA). 
 
4.1.4.5. Alignment der Sequenzen 
 
Zur Identifikation der Hefen wurden die ermittelten Sequenzen der D1 & D2 
Domänen der 26S rDNA unter Nutzung des BLAST–Suchalgorithmus (Basic Local 
Alignment Search Tool) mit der Gendatenbank auf der Website7 des NCBI (National 
Center for Biotechnology Information), wie bei Altschul et al. (1997) beschrieben, 
verglichen. Die für die phylogenetische Analyse verwendeten Sequenzen wurden mit 
dem vom NCBI entwickelten und auf dessen Website zur Verfügung gestellten 
Programm „Sequin“ (Benson et al., 2008) für den Eintrag in die Datenbank des NCBI 
vorbereitet und gesendet.  
 
4.1.5. Phylogenetische Analyse der Sequenzen  
 
Die Sequenzen dieser Studie ebenso wie die Sequenzen von den nahe (zu mind. 
97 %) verwandten Phylotypen aus der NCBI–Datenbank (Tab. A 5) wurden für die 
Erstellung der phylogenetischen Bäume benutzt. Dafür wurde die Software 
„Geneious 3.0“8 (Biomatters Ltd, Auckland, Neuseeland) verwendet. Zunächst 
wurden die globalen multiplen Alignments der Sequenzen erstellt. Dann wurden aus 
den Alignments die phylogenetischen Bäume nach der Neighbor–Joining–Methode 
(Saitou und Nei, 1987) und Bootstraping (Stichprobenverfahren; Felsenstein (1985)) 
mit 1.000 Wiederholungen berechnet. Zur Berechnung der genetischen Distanz-
matrix wurde das Tamura–Nei Modell (Tamura und Nei, 1993) gewählt. Eine 
                                                 
7 http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi 
8 http://www.geneious.com/ 
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Sequenz von Exobasidium vaccinii wurde als Außengruppe (Outgroup) in einen 
gewurzelten9 (rooted) phylogenetischen Baum integriert. Die Sequenzen von 
Kazachstania slooffiae wurden auf Intraspezies–Variationen analysiert und als 
ungewurzelter10 (unrooted) Baum dargestellt. 
 
4.1.6. Statistische Auswertung  
 
Unterschiede in der intestinalen Hefebesiedlung zwischen den beiden Anlagen 
wurden mit einer einfaktoriellen Varianzanalyse (ANOVA) mittels der Software 
„Statistica 6.0“ (StatSoft, Tulsa, USA) verglichen. Die Darmabschnitte galten als 
abhängige Variablen. Da die Anzahl der abgesetzten und nicht abgesetzten Tiere 
ungleich war, wurde ein post hoc–Test, Tukey's – HSD (Tukey's Honestly Significant 
Difference) für ungleiche n angewendet. Als statistisch signifikante Differenz wurde 
p < 0,05 definiert. Für die Beschreibung der Biodiversität innerhalb der 
Hefepopulation können unterschiedliche statistische Methoden angewandt werden 
(Magurran, 2004). Die Berechnung der unten beschriebenen Indizes und die 
Erstellung der Diagramme erfolgten unter Nutzung von Microsoft® Excel 2003 
(Microsoft Deutschland GmbH, Unterschleißheim, Deutschland) und der bei 
Magurran dargestellten Beispiele und Verfahrensweisen. 
Q–Statistik (Kempton und Taylor, 1976; 1978) wurde in der vorliegenden 
Untersuchung als Index zur Bewertung der Biodiversität verwendet. Dieser 
Parameter basiert auf der kumulativen Darstellung der Verteilung der Abundanz (die 
Anzahl der Individuen einer Art). Die Beschreibung der Biodiversität wird durch die 
Berechnung des Interquartilsabstandes erreicht, wobei weder dominante noch selten 
vorkommende Spezies berücksichtigt werden. 
 




















                                                 
9 Ein gewurzelter phylogenetischer Baum ist ein gerichteter Baum mit einem einzelnen Knoten, der 
dem nächsten gemeinsamen Vorfahren aller Arten im Baum entspricht. 
10 Ein ungewurzelter phylogenetischer Baum hat keinen ausgezeichneten nächsten gemeinsamen 
Vorfahren und stellt eine Verwandtschaftsnähe oder –ferne zwischen den einzelnen Arten dar. 




Dabei ist nr die Gesamtzahl der Spezies in einem Ökosystem R; R1 und R2 sind 
25 %– und 75 %–Quantile, nR1 bezeichnet die Zahl der Individuen in der Klasse R1, 
nR2 bezeichnet die Zahl der Individuen in der Klasse R2.  
 
Die Bestimmung der R1– und R2–Quantile ergibt sich durch: 
 














r Sn  
 
Dabei ist S die Gesamtzahl der Spezies.  
 
Außerdem wurden zur Beurteilung der Hefepopulation die speziell zur Beschreibung 
der Biodiversität entwickelten Parameter - wie der nicht parametrische Simpson–
Index (D) und der Shannon–Index (H’) - verwendet.  
Der Simpson-Index beschreibt die Wahrscheinlichkeit, dass zwei zufällig 
ausgewählte Individuen der gleichen Art angehören. Je höher die Werte von D sind, 
umso beträchtlicher ist die Diversität der untersuchten Individuen. 













Dabei ist n1 die Anzahl der Individuen einer Art i und N die Gesamtzahl der 
Individuen. Anschließend ist der Simpson Diversität Index durch den reziprokeren 
Wert von D zu berechnen.  
 
Reziproker Simpson–Index = 1/D 
 
Im Modell des Simpson–Indexes werden die dominanten Spezies stärker, die 
vereinzelt vorkommende Individuen dagegen gar nicht berücksichtigt. Im Vergleich 
dazu wird bei der Berechnung des Shannon–Indexes (H’) sowohl die Anzahl 
unterschiedlicher Arten als auch die Individuenzahl beachtet. Der H’–Wert steigt mit 
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zunehmender Artenzahl und zunehmender Gleichverteilung der relativen 
Individuenzahlen. 
 
 ii ppH ln'  
 
Dabei ist pi die Proportion (ni/N) der Individuenzahl (ni) zur Gesamtindividuenzahl (N).  
 
Mittels dieser Diversitätsindizes lässt sich keine Aussage darüber machen, ob der 
Wert auf einer höheren Artenzahl oder auf einer gleichmäßigen Verteilung der 
Individuen bei niedriger Artenzahl beruht. Um die Gleichverteilung der Individuen 
(Evenness) zu bestimmen, wird deshalb der Simpson–Index Evenness (E) und der 
Shannon-Index Evenness (J’) durch das Verhältnis der mit einem Diversitätsindex 





/1   bzw. SHHHJ /´ln'/'' max   
 
Die Evenness–Werte rangieren im Bereich von 0 bis 1, wobei die kleineren Werte auf 
eine geringere Gleichverteilung hinweisen, während die höheren Werte einer 
gleichen Häufigkeit der Individuen in einem Ökosystem entsprechen. 
 
4.1.7. Morphologische Ausprägung definierter Hefekulturen 
 
Um Einzelkolonien zu bekommen, wurden unter Nutzung einer Impföse die Hefe-
Reinkulturen aus den Glycerinkonserven auf SGA–Platten gepunktet. Nach 
Inkubation (4 – 5 Tage bei 37 °C) wurden die Kolonien bzw. die Kolonieränder 
mikro– und makroskopisch untersucht. Danach wurden die einzelnen Hefekolonien 
mit einer Digitalkamera (Nikon COOL PIX 8700) unter Anwendung eines Stativs mit 
Lichtsystem RB2 (Kaiser Fototechnik GmbH, Buchen, Deutschland) fotografiert. 
Anschließend wurden die Photos mit Corel PHOTO–PAINT X3 (Corel Corporation, 
Unterschleißheim, Deutschland) auf einem einheitlichen Hintergrund zusammenge-
stellt. 
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4.2. Experiment B – Veränderung der Hefepopulation im Kot von Ferkeln vor und 
nach dem Absetzen 
 
4.2.1. Versuchstiere, Fütterung und Haltung 
 
In diesem Experiment sollte sowohl die Entwicklung der den Darm besiedelnden 
Hefen, insbesondere der dominanten Spezies, als auch eine mögliche Interaktion 
mit anderen intestinalen Mikroorganismen untersucht werden. Hinweise zu 
möglichen Aufgaben und Funktionen der Hefen im GIT von Ferkeln zu finden, war 
ein weiteres Ziel dieses Experimentes.  
So wie im ersten Experiment wurde auch dieser Versuch unter den gleichen 
Bedingungen der zwei zuvor beschriebenen Anlagen - EAS und KF - durchgeführt.  
Als Versuchstiere wurden wieder Ferkel der Deutschen Landrasse gewählt. Von der 
Geburt bis zum Absetzen wurden die Ferkel bei den Sauen gehalten. Den Ferkeln 
wurde bis zum Zeitpunkt des Absetzens kein Mischfuttermittel verabreicht. Am 28. LT 
wurde von jeder Sau die Hälfte des Wurfes abgesetzt. Diese Ferkel erhielten ad 
libitum das handelsübliche Ferkelaufzuchtfutter II „Porcibig“ (Trede & von Pein, 
Itzehoe, Deutschland). Die anderen Ferkel wurden bis zum 39. LT von der Sau 
gesäugt und erhielten kein Mischfuttermittel. Die Tiere wurden keinerlei 
Behandlungen (prophylaktischer oder therapeutischer Arten) mit Antibiotika 
unterzogen.  
Insgesamt wurden 64 Ferkel - in beiden Anlagen 16 abgesetzte Ferkel (ABF) und 16 
nicht abgesetzte Ferkel (NAF) - von jeweils 4 Sauen pro Anlage untersucht. 
Außerdem wurden zusätzlich von jeder Anlage Kotproben von 10 DL–Sauen für die 
Untersuchungen der Hefebesiedlung mittels Kultivierung verwendet.  
 
4.2.2. Probennahme und – aufarbeitung 
 
Am Tag des Absetzens sowie am 33. und 39. LT wurden Kotproben sowohl von allen 
Ferkeln als auch von den Sauen direkt aus dem After mittels eines Glasstäbchens 
entnommen. Zusätzlich wurden Kotproben vom Boden der Buchten sowie Proben 
des Sauen– und Ferkelfutters sowie des Wassers genommen. Gleich nach der 
Gewinnung wurden die Proben mit Eis gekühlt und für die weiteren Untersuchungen 
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ins Labor transportiert, wo umgehend mit den auf Kultivierungsmethoden 
basierenden Untersuchungen begonnen wurde. 
 
4.2.3. Keimzahlbestimmung der Mikroorganismen im Kot 
 
Für die klassischen Untersuchungen wurden die frisch gewonnenen Proben mit 
Natriumchloridlösung (0,9 %) dezimal verdünnt, das Inokulat in einer Menge von 
0,1 ml Verdünnungsflüssigkeit auf zwei Parallelplatten entweder auf festen 
Nährmedien gleichmäßig verteilt (Oberflächenverfahren) oder in einer Menge von 
1,0 ml Keimsuspension in verflüssigtes Medium eingemischt (Plattengussverfahren). 
Die Kulturen von Enterobakterien, Enterokokken und Hefen wurden im 
Oberflächenverfahren und von Laktobazillen im Plattengussverfahren angelegt. Die 
Analyse der Wasser- und Futterproben wurde zur Erfassung von Hefen durchgeführt. 
Kotproben von Ferkel, Sauen und vom Boden der Buchten wurden auf vier 
interessierende Keimgruppen mit Hilfe nachfolgender Selektivnährböden von 
MERCK & VWR (Darmstadt, Deutschand) untersucht. Die Zubereitung der 
Nährböden erfolgte nach den Vorschriften des Herstellers unter Verwendung von 
Reinstwasser. 
 
 Enterobakterien: Kristallviolett–Neutralrot–Galle–Glucose –Agar nach MOSSEL, 
(VRBD) 
 Enterokokken: Membranfilter–Enterokokken–Selektivagar nach SLANETZ und 
BARTLEY, (S+B) 
 Laktobazillen: Lactobacillus–Agar nach DE MAN, ROGOSSA und SHARPE, 
(MRS) 
 Hefen: Sabouraud 2 % – Glucose –Agar (SGA) 
 
Enterobakterien wurden ca. einen Tag, Enterokokken ca. drei Tage und Hefen ca. 
fünf Tage unter aeroben Bedingungen bebrütet. Die Inkubation der Laktobazillen 
erfolgte anaerob in Anaerobiertöpfen unter Verwendung von Anaerokult® A (Merck, 
Darmstadt, Deutschland). Die Inkubationstemperatur für alle Keimgruppen betrug 
37 °C. Die Berechnung der Keimzahl wurde wie in Kapitel 4.1.3.1 beschrieben 
durchgeführt. Das Ergebnis wurde als lg KBE/g Probe angegeben. 
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4.2.4. Statistische Auswertung  
 
Zur statistischen Analyse wurde die Varianzanalyse (ANOVA, analysis of variance) 
mittels Software „Statistica 6.0“ (StatSoft, Tulsa, USA) durchgeführt. Dabei wurden 
die mikrobiellen Gruppen als abhängige Variablen und Anlage, Gruppe (ABF und 
NAF) und Alter als Hauptfaktoren definiert. Um den Effekt von diesen Faktoren auf 
Zusammensetzung der gesamten Mikrobiota bei Ferkeln zu ermitteln, wurde eine 
mehrfaktorielle ANOVA mit anschließendem post hoc-Test (Tukey HSD) verwendet. 
Der Effekt des Betriebes innerhalb einer mikrobiellen Gruppe bei Sauen wurde 
mittels einfaktorielle ANOVA untersucht. Als statistisch signifikante Differenz wurde 
p < 0,05 definiert.  
 
4.2.5. Isolierung und Messung genomischer DNA aus dem Kot 
 
Das FastDNA® SPIN Kit for Soil (MP Biomedicals, Heidelberg, Deutschland) wurde 
nach Herstellerangaben für die Extraktion der genomischen DNA aus den Kotproben 
verwendet. Die DNA–Konzentration wurde unter Nutzung des Nanodrop ND–1000 
Spektralphotometers (PEQLAB Biotechnologie GMBH, Deutschland) bestimmt und in 
ng je µl ausgewiesen. 
 
4.2.6. Bestimmung der Hefepopulation mittels der denaturierenden 
Gradientengelelektrophorese (DGGE) 
 
4.2.6.1. PCR des eukaryotischen 26S rRNA Gens 
 
Für die qualitative Charakterisierung der intestinalen Hefen wurden die DNA–Isolate 
anhand der PCR–DGGE–Fingerprinting–Methode analysiert. Zur Amplifikation der 
eukaryotischen 26S rDNA–Fragmente D1 & D2 Domänen wurde eine Nested 
(verschachtelte)–PCR angewendet. Die in Abschnitt 4.1.4.2 beschriebenen Primer 
NL1 und NL4 wurden für die erste PCR–Amplifikation benutzt. Anschließend wurden 
die Produkte als Template für die nächste Amplifikation mit den Primern NL1–GC 
und LS2 eingesetzt. Außerdem wurde zum Vergleich eine Standard-PCR (einstufig) 
mit den Primern NL1–GC und LS2 (Tab. 5) durchgeführt (Cocolin et al., 2000). 
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Tab. 5: Primer für PCR in Experiment B 
 
Name Sequenz 5’ – 3’ 
 
NL1–GC f (54) CGC CCG CCG CGC GCG GCG GGC GGG GCG GGG GCA 
TAT CAA TAA GCG GAG GAA AAG 
 
LS2 r (20) ATT CCC AAA CAA CTC GAC TC 
GC–Klammer ist fett markiert und unterstrichen. 
 
 
Die DNA–Isolate der aus beiden Anlagen stammenden Proben wurden nach dem 
gleichen Prinzip behandelt. Die Template–DNA von direkt aus dem After 
entnommenen Kotproben sowie Kotproben vom Boden wurden auf 15 ng/µl mit aqua 
bidest. verdünnt. Die Verdünnungen der Proben vom Kot der Ferkel wurden zu einer 
Mischprobe zusammengefasst, so dass pro Gruppe (abgesetzte und nicht 
abgesetzte Ferkel) und Termin (28., 33. und 39. LT) vier DNA–Mischungen 
entstanden. Jeder Mix bestand aus den DNA–Isolaten von vier Ferkeln, die aus den 
vier unterschiedlichen Würfen stammten. Die DNA–Verdünnungen der Sauenkotpro-
ben von drei Terminen wurden in einer Mischprobe zusammengefasst. Die DNA-
Gemische der Kotproben vom Boden wurden nach dem gleichen Prinzip hergestellt.  
Zur Durchführung der PCR wurde der Q–BioTaq CORE Kit (siehe Abschnitt 4.1.4.2) 
verwendet. Der PCR–Reaktionsmix für die zweite Amplifikation der Nested–PCR mit 
einem Gesamtvolumen von 25 µl (24 µl Mastermix + 1 µl Template–DNA) war 
folgendermaßen zusammengesetzt:  
 
 Inkubationspuffer:   2,49 µl  
 Primer Forward (10 mM):   0,49 µl  
 Primer Reverse (10 mM):   0,49 µl  
 dNTP's (10 mM jeder):   0,49 µl  
 Taq–Polymerase (5 U/µl):   0,125 µl  
 PCR–aqua bidest.: 19,92 µl 
 
Um die Ausbeute der PCR–Produkte zu erhöhen, wurde bei der ersten Amplifikation 
sowie bei der Durchführung der einstufigen PCR die DNA-Menge auf 4 µl (60 ng) 
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erhöht und dementsprechend die Wassermenge reduziert, so dass sich in der 
Summe 25 µl Reaktionsmix ergaben.  
Die PCR (24 µl Mastermix + 1 µl DNA) wurde mit den Primern NL1–GC und LS2 und 
mit 10 ng/µl Template–DNA unter Nutzung der Programme (Tab. 6) mit einem MJ 
MiniTM Personal Thermal Cycler (BioRad, München, Deutschland) durchgeführt. 
Nach der PCR wurden die Produkte auf Agarosegel überprüft (siehe Abschnitt 
4.1.4.3) und bei –20 °C gelagert. Vor der DGGE–Analyse wurden die PCR–Produkte 
für 1 – 2 Stunden bei + 4 °C gelagert. 
 
Tab. 6: PCR-Programme in Experiment B 
 
PCR mit NL1 & NL4 PCR mit NL1–GC & LS2 
Phase 
Temperatur Zeit Zyklen Temperatur Zeit Zyklen
Initiale Denaturierung 95 °C 3 min 1 95 °C 3 min 1 
Denaturierung 95 °C 30 sec 95 °C 30 sec
Annealing 59 ºC 30 sec 56 ºC 30 sec
Elongation 72 ºC 30 sec
 
35 




Finale Elongation 72 ºC 7 min 1 72 ºC 7 min 1 
 
 
4.2.6.2. Vorbereitung der DGGE–Apparatur und Herstellung des 
Polyacrylamid–Gels 
 
Zur Durchführung der DGGE wurde das DCode Universal Mutation System von Bio–
Rad (USA) angewendet (Abb. 7). Das System erlaubt die gleichzeitige Analyse von 
bis zu drei Gelen. Zunächst wurde der Puffertank mit Elektrophorese–Puffer 
(0,5 x TAE) aufgefüllt und zum Aufwärmen des Puffers die DGGE–Apparatur auf 
65 °C eingestellt. Eine aus zwei Glasplatten, zwei Abstandhaltern (Spacer) und 
einem Kamm bestehende Gel–Kassette wurde für die Herstellung des Gels 
vorbereitet (Abb. 7). Bei Bedarf kann eine Gel–Kassette auch für Doppelgele benutzt 
werden.  
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Abb. 7: Gradientenmischer (a), Econo Gradientenpumpe (b), Gel–Kassette mit 
einem Kamm (c) und das DCode Universal Mutation System (d) 
 
 
Die Materialen wurden zuvor mit aqua dest. gereinigt und mit Ethanol (99,9 %) 
abgewischt. Außerdem wurden die Kammern des Gradientenmischers Hoefer 
SG100 (Amersham Biosciences, München, Deutschland) mit Reinstwasser gespült 
und anschließend getrocknet. Zur Herstellung eines 8 %–igen Polyacrylamid–Gels 
wurden die Gradienten–Lösungen (Tab. 7) hergestellt und bis zur Verwendung auf 
Eis gelagert. Die Polyacrylamid–Lösungen (Herstellung siehe Tab. A 7) wurden kurz 
vor dem Gießen mit dem Polymerisationskatalysator N,N,N',N'–Tetramethylethylendi- 
amin (TEMED) und dem Polymerisationsinitiator Ammoniumperoxodisulfat (APS) 
versetzt. Direkt danach wurde das Gel mit einem isovertikalen Gradienten von 30 % 
bis 60 % Harnstoff mit Hilfe des Gradientenmischers und einer Econo Gradienten-
pumpe (Bio–Rad, Hercules, CA, USA) hergestellt (Abb. 7). 
 
Tab. 7: Zusammensetzung der denaturierenden Gradienten  
 
Polyacrilamid–Lösungen [ml] Polymerisationsstoffe [µl] Harnstoff–
Konzentration 
% 
0 % 100 % TEMED 10 % APS 
0 9,0 – 13 50 
30 9,1 3,9 13 50 
60 5,2 7,8 13 50 
 
TEMED = N,N,N',N'–Tetramethylethylendiamin, APS = Ammoniumperoxodisulfat 
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Das Gel wurde mit der 0 %–igen Gradienten–Lösung, die als Sammelgel diente, 
überschichtet. Anschließend wurde je nach Probenzahl ein Kamm mit 20 oder 25 
Zähnen ins Gel eingeführt und zur Polymerisierung etwa 1,5 Stunden stehen 
gelassen. Auf diese Weise entstanden 20 bzw. 25 Taschen, die im weiteren Verlauf 
mit den Proben beladen wurden. 
 
4.2.6.3. Beladung des Gels und Durchführung der Elektrophorese 
 
Vor dem Beladen des Gels wurde der Kamm aus den polymerisierten Gelen entfernt, 
zwei Gel–Kassetten mit einem Kassetten–Träger zusammengesetzt und in den 
Puffertank mit vorgewärmtem Puffer (65 °C) gestellt. 10 µl der PCR–Produkte 
wurden mit 4 µl 5 x DNA Lader–Puffer (Bioline GmbH, Luckenwalde, Deutschland) 
versetzt, mittels einer Pipette gründlich gemischt und in die Taschen des Gels 
pipettiert. Um die Wanderung der Fragmente durch das Sammelgel zu 
beschleunigen, wurde nach dem Beladen das DCode System 10 min bei 200 V in 
Betrieb genommen. Danach erfolgte die Elektrophorese über 16 Stunden bei einer 
konstanten Spannung von 85 V und einer Temperatur von 60 °C. 
 
4.2.6.4. Färbung und photographische Aufnahme der Gele 
 
Zur Auswertung des Gels wurde eine Farblösung (200 ml 1 x TAE Puffer + 25 µl 
SYBR–Gold (Invitrogen, Eugene, Oregon, USA)) in einer lichtgeschützten Box 
vorbereitet. Die Farblösung kann bis zu drei Mal benutzt werden, wobei nach jeder 
Verwendung die Inkubationszeit um 10 min zu erhöhen ist. Nach Ablauf der 
Elektrophorese wurden die Gel–Kassetten auseinander gebaut und die Gele zur 
Färbung vorsichtig in die Box mit frischer Farblösung gelegt und 10 min in einem 
Schüttelinkubator 1000 (Heidolph, Düsseldorf, Deutschland) bei Raumtemperatur 
gelassen. Dadurch verband sich das SYBR-Gold mit den DNA-Fragmenten, welche 
nun unter UV-Licht fluoreszierten. Die Gele wurden mit dem Geldokumentations-
system AlphaDigiDoc RT (siehe Abschnitt 4.1.4.3) fotografiert. Die interessierenden 
Banden wurden nach der Aufnahme mittels steriler Kanülen ausgeschnitten und in 
Reaktionsgefäße überführt. Im Anschluß erfolgte eine Zugabe von 50 µl aqua bidest. 
Die DNA der Banden wurde mit den Primern NL1 und LS2, amplifiziert (siehe 






5.1. Experiment A 
 
5.1.1. Identifizierung der Hefen 
 
Bei den 95 Ferkeln, die alle am 39. Lebenstag geschlachtet worden waren, konnten 
in allen untersuchten Chymusproben insgesamt 173 Hefekolonien isoliert und 
identifiziert werden. Die meisten Hefekolonien (70,3 %) wurden im Probenmaterial 
der abgesetzten Ferkel (ABF) gefunden, während nur 27,7 % im Chymus der nicht 
abgesetzten Ferkel (NAF) isoliert wurden.  
Die Identifikation erfolgte über die Sequenzierung der DNA–Fragmente der D1 & D2 
Domänen der 26S rDNA Sequenzen. Stimmten die Sequenzen zu mindestens 97 % 
mit den in der NCBI Gendatenbank hinterlegten Sequenzen überein, wurden die 
Stämme als Phylotyp bezeichnet. 
Die Untersuchungen zeigten die Existenz von insgesamt 17 Phylotypen (Tab. 8): 15 
Phylotypen wurden bei den Ferkeln aus der EAS und 10 Phylotypen bei den Ferkeln 
aus der KF nachgewiesen. Ungeachtet der höheren Hefevielfalt dominierten bei den 
EAS–Tieren nur zwei Phylotypen (Kazachstania slooffiae und Candida glabrata), 
während bei den Ferkeln der KF trotz geringerer Hefevielfalt hauptsächlich drei 
Phylotypen (K. slooffiae, Galactomyces geotrichum und Candida catenulata) 
auftraten.  
Weiterhin konnte festgestellt werden, dass K. slooffiae in beiden Anlagen die am 
meisten vorhandene Hefeart war. Dabei wurde jedoch ein Unterschied 
augenscheinlich, der darin bestand, dass diese Spezies im Darm der EAS–Ferkel 
sowohl bei NAF als auch bei ABF in gleicher Anzahl gefunden wurde, dagegen im 
Darm der KF–Tiere nur bei den ABF vorhanden war. Wie K. slooffiae wurden drei 
weitere Hefen (G. geotrichum, P. fermentans und T. montevideense) im Chymus der 
EAS–Ferkel, die bei der Sau verblieben sind, isoliert. Des Weiteren wurde in der 
gleichen Gruppe der Ferkel der KF fünf Hefen (G. geotrichum, C. catenulata, C. 
glabrata, T. asahii und T. coremiiforme) nachgewiesen. Zwei dieser Hefearten (G. 
geotrichum und C. catenulata) wurden auch bei ABF ähnlich häufig ermittelt. 
Eine weitere Beobachtung hinsichtlich der Hefearten im Chymus der Ferkel aus den 




oleophila, C. parapsilosis, P. guilliermondii, R. mucilaginosa und T. montevideense) 
nur bei Tieren der EAS und zwei Phylotypen (C. silvae und P. farinosa) nur bei KF–
Tieren isoliert wurden. 
 
Tab. 8: Aus dem Gastrointestinaltrakt von abgesetzten (ABF) und nicht 
abgesetzten (NAF) Ferkeln (39 LT.) isolierte Hefephylotypen1 
 
















Kazachstania slooffiae  10 10 20 0 26 26 46 
Galactomyces geotrichum  4 0 4 16 14 30 34 
Candida catenulata 0 3 3 9 9 18 21 
Candida glabrata  0 18 18 1 0 1 19 
Trichosporon asahii  0 6 6 2 4 6 12 
Issatchenkia orientalis  0 9 9 0 1 1 10 
Trichosporon coremiiforme  0 2 2 1 5 6 8 
Pichia fermentans  4 3 7 0 0 0 7 
Candida tropicalis  0 5 5 0 0 0 5 
Pichia anomala  0 3 3 0 1 1 4 
Candida oleophila  0 1 1 0 0 0 1 
Candida parapsilosis  0 1 1 0 0 0 1 
Candida silvae  0 0 0 0 1 1 1 
Pichia farinosa  0 0 0 0 1 1 1 
Pichia guilliermondii  0 1 1 0 0 0 1 
Rhodotorula mucilaginosa  0 1 1 0 0 0 1 
Trichosporon montevideense  1 0 1 0 0 0 1 
Insgesamt 19 63 82 29 62 91 173 
  
1 Die Identifikation erfolgte durch die Sequenzierung der 26S rDNA der D1 & D2 Domänen und 
Vergleich mit der NCBI Gen – Datenbank. Minimale Übereinstimmung der Sequenzen zur 
Identifikation war 97 %. EAS – Experimentalanlage Schwein; KF – kommerzielle Farm; S – Anzahl 









5.1.2. Phylogenetische Analyse  
 
Um die evolutionäre Verwandtschaft der im Schweinedarm vorkommenden 
Hefearten zu untersuchen, wurden alle 173 Sequenzen der D1 & D2 Domänen der 
26S rDNA mit Hilfe der Software „Geneious 3.0“ analysiert. Dabei zeigte sich, dass 
die Sequenzen einer Phylotypgruppe einen separaten Cluster bilden. Um eine 
bessere und kompakte Darstellung des gesamten phylogenetischen Baumes (Abb. 
8) zu ermöglichen, wurde deshalb von jeder Gruppe eine Sequenz ausgewählt. 
Darüber hinaus wurden die Referenzsequenzen der NCBI–Gen–Datenbank, die 
nähere Ähnlichkeit mit unseren Sequenzen aufwiesen, in den Baum integriert.  
Diese Verfahrensweise bewirkte, dass sich die Topologie des phylogenetisch 
gewurzelten Baumes (Abb. 8) in zwei große Cluster unterteilte. Um einen Überblick 
über die Verwandtschaftsbeziehungen der untersuchten Mikroorganismen zu 
bekommen, wurde eine taxonomische Einordnung der Hefen vorgenommen. Dabei 
ergab die Klassifizierung, dass die im Cluster I zugeordneten Phylotypen zu den 
Hefen der Abteilung Ascomycota (Schlauchpilze) gezählt werden. Die anderen Hefe–
Phylotypen, die im Cluster II zusammengefügt wurden, sind der Abteilung 
Basidiomycota (Basidienpilze) zuzuordnen.  
Fast alle von uns sequenzierten DNA–Fragmente zeigten eine hohe Affinität zur 
entsprechenden Referenzsequenz. Dennoch erhielten zwei Phylotypen (EU445378 / 
C. oleophila (AF178051) und EU445382 / C. tropicalis (EU293420)) im phylogeneti-
schen Baum (Abb. 8) im Vergleich zur ursprünglichen Identifikation eine andere 
Position. 
Des Weiteren wurden die Phylotypen von Kazachstania slooffiae von beiden Anlagen 
auf mögliche phylogenetische Unterschiede in den D1 & D2 Regionen der 26S rDNA 
untersucht. Dabei wurde ersichtlich, dass sich bis auf zwei Sequenzen (EU445422 
und EU445429) im Baum (Abb. 9) zwei deutlich getrennte anlagenspezifische 







Abb. 8: Gewurzelter phylogenetischer Neighbor–Joining–Baum der Sequenzen der 
D1 & D2 Domänen der 26S rDNA von aus dem Gastrointestinaltrakt der 
Ferkel isolierten Hefen und der Referenzsequenzen aus der NCBI Gen-
datenbank. In eckigen Klammern ist die Anzahl der Fragmente aus eigener 
Studie dargestellt, die mit den jeweiligen NCBI-Sequenzen korrespondieren. 
* Die Sequenz EU445378 zeigte nähere Ähnlichkeit zu Candida oleophila 
(AF178051), während EU445382 der Candida tropicalis (EU293420) 
ähnelte. Die Sequenz von Exobasidium vaccinii wurde aus der Gendaten-
bank als Außengruppe gewählt. Evolutions Distanz Modell: Tamura–Nei, 







Abb. 9: Neighbor–Joining phylogenetischer Baum der Kazachstania slooffiae 
Sequenzen der D1 & D2 Domänen der 26S rDNA. Die Hefen wurden aus 
dem Gastrointestinaltrakt der Ferkel isoliert. Die Informationen zu den 
jeweiligen Sequenzen sind unter den angegebenen Accessionsnummern in 
der Gendatenbank des NCBI zu finden.  
(EAS – Experimentalanlage Schwein; KF – kommerzielle Farm. Evolutions 









5.1.3. Morphologische Ausprägung 
 
Da viele Hefen eine ähnliche Koloniemorphologie auf den eingesetzten Nährmedien 
ausbilden, lassen sie sich sehr schwer differenzieren. Die Verwendung 
molekularbiologischer Methoden erlaubt die genaue Identifizierung der Hefen. 
Deswegen wurden in den vorliegenden Untersuchungen für die Identifikation nicht 
die morphologischen Merkmale der auf Sabouraud–Glucose –Agar (SGA) kultivierten 
Hefen berücksichtigt, sondern die Sequenzierung der D1 & D2 Domänen der 26S 
rDNA.  
Die Kolonien waren öfters durch unterschiedliche Morphologie und Farbe (Abb. 10), 
wie z. B. rote Kolonien bei Rhodotorula mucilaginosa, ausgeprägt. Candida spp. 
bildeten auf Platten für diese Gattung typische glatte, runde oder ovale, weiße bis 
cremefarbene Kolonien. Bei den Trichosporon spp. konnten ockerfarbene bzw. 
braune, glatte oder faltige und matt bis glänzende Kolonien beobachtet werden. 
Flauschige weiße, runde und konvexe Kolonien wurden von Galactomyces 
geotrichum gebildet. Im Gegensatz zu den anderen Spezies sind die Geotrichum-
Kolonien durch eine sehr feste Konsistenz und ein langsameres Wachstums bei 
37 °C gekennzeichnet. Jedoch konnte auch beobachtet werden, dass diese Hefe 
bereits bei Raumtemperatur (ca. 25 °C) wuchs. Die in beiden Anlagen am häufigsten 
gefundene Kazachstania slooffiae bildete zwei unterschiedliche Koloniemorphologien 
aus: entweder cremefarbene sternartige mit Strahlen oder runde, in der Mitte geteilte 
ovale, glänzende ohne Strahlen. Ein gutes Wachstum bei 37 °C wurde für K. 
slooffiae ermittelt, während bei niedriger Temperatur (ca. 25 °C) keine Entwicklung 






Abb. 10: Hefekolonien, die aus dem Ferkeldarm isoliert und 4 Tage bei 37 °C auf 
SGA–Platten inkubiert wurden. Die Identifizierung beruht auf der 
Sequenzierung der D1 & D2 Domänen der 26S rDNA:  
(a, b) Kazachstania slooffiae KF, (c, d) Kazachstania slooffiae EAS,  
(e) Rhodotorula mucilaginosa, (f) Candida glabrata, (g) Galactomyces 
geotrichum, (h) Issatchenkia orientalis, (i) Trichosporon montevideense,  
(j) Candida tropicalis, (k) Pichia guilliermondii, (l) Pichia anomala,  
(m) Trichosporon asahii, (n) Trichosporon coremiiforme, (o) Pichia 
farinose, (p) Pichia fermentans 
 
 
5.1.4. Kultivierungsabhängige Mikrobiologie 
 
Pilze werden nach den technischen Regeln für biologische Arbeitsstoffe (TRBA) in 
Risikogruppen eingestuft. Die Pilze, die beim Menschen Infektionskrankheiten 




zwei in der Studie isolierte Hefearten (Candida tropicalis, Trichosporon asahii) in die 
Gruppe 2 eingestuft. Deswegen wurden diese Spezies aus Sicherheitsgründen nach 
der Identifizierung für die Untersuchungen auf Basis der Kultivierung nicht weiter 
verwendet. Außerdem wurden die einzeln nachgewiesenen Spezies mangels 
Vergleichsmöglichkeiten keinen weiteren Untersuchungen unterzogen. 
 
5.1.4.1. Keimzahlbestimmung der Hefen im Chymus 
 
Für die quantitative Analyse der intestinalen Hefen wurden die Chymusproben mittels 
klassischer Kultivierung untersucht. Dabei wurden die Hefekeimzahlen von 
gleichaltrigen (39. LT) abgesetzten und nicht abgesetzten Ferkeln aus beiden 
Schweineanlagen verglichen und die Ergebnisse in Tab. 9 zusammengefasst. 
 
Tab. 9: Hefekeimzahl (lg KBE/g Chymus), isoliert aus dem terminalen (1/3) Ileum, 
Caecum und Colon von abgesetzten (ABF) und nicht abgesetzten (NAF) 
Ferkeln (39 LT.)  
 
 ABF NAF 
  EAS KF EAS KF 
Ileum 4,5 ± 1,1aA 5,7 ± 0,6bA 3,0 ± 0,7aB 2,8 ± 1,9bB 
Caecum 4,7 ± 1,1aA 5,9 ± 0,4bA 2,5 ± 1,6aB 2,1 ± 1,3bB 
Colon 4,8 ± 1,2aA 6,1 ± 0,4bA 3,1 ± 1,1aB 2,3 ± 1,0bB 
 
ab Signifikante Unterschiede zwischen der Experimentalanlage Schwein (EAS) und der kommerziellen 
Farm (KF) in den jeweiligen Darmabschnitten, sowie bei ABF oder NAF;  
AB Signifikante Unterschiede zwischen ABF und NAF innerhalb jeder Anlage in den jeweiligen Darm-
abschnitten, entweder EAS oder KF; (p < 0,05; Mittelwerte ± S). 
 
 
Es wurden keine signifikanten Unterschiede (p > 0,05) zwischen Ileum, Caecum und 
Colon innerhalb der jeweiligen Versuchsgruppe jeder einzelnen Anlage ermittelt. 
Dennoch konnte ein tendenzielles Ansteigen der Hefeanzahl vom Ileum zum Colon 
bei abgesetzten Ferkeln der EAS und KF beobachtet werden. Die Hefekeimzahl von 
KF–ABF ist in allen drei Abschnitten signifikant (p < 0,001) höher als die Hefekeim-
zahl von gleichbehandelten Tieren in der EAS. Bei NAF in der EAS wurden dagegen 




ermittelt, dass die Hefekeimzahl von NAF niedriger als die Keimzahl der ABF 
unabhängig vom Standort war. 
 
5.1.4.2. ID 32 C System  
 
Nach Angaben des Herstellers sind die zu untersuchenden Mikroorganismen bei 
29 ± 2 °C zu inkubieren. Um die Stoffwechselaktivitäten der Hefen im Schweinedarm 
nachvollziehen zu können, wurde bei den vorliegenden Untersuchungen die 
Inkubationstemperatur (37 °C) an die Körpertemperatur (39 °C) adaptiert. 
Drei dominante Spezies (K. slooffiae, n = 5; C. catenulata, n = 5 und G. geotrichum, 
n = 5) wurden mit dem System getestet. In Tab. 10 sind die Ergebnisse der Stämme 
C. catenulata und G. geotrichum dargestellt.  
 
Tab. 10: Ergebnisse1 des ID 32C Systemes von C. catenulata und G. geotrichum  
 
Candida catenulata Galactomyces geotrichum 
Substrate 
1 2 3 4 5 1 2 3 4 5 
D–Galactose + + + + + – – – + – 
Cycloheximid + + + – – – + + + + 
N–Acetyl–Glykosamin – + + – – – – – – – 
Milchsäure – – + + – – – – – – 
D–Cellobiose – – + – – – – – – – 
D–Trehalose – – – – + – – – – – 
Kalium 2–KetoGlukonat – – – + – – – – – – 
D–Mannit + + + + + + + + + + 
D–Sorbit + + + + + + + + + + 
D–Xylose – + + – + + + + + + 
Glycerol + – + – – + + + + + 
Natrium Glykuronat + – + + – – – – + – 
D–Glucose  + + + + + + + + + + 
L–Sorbose – – – – – + + + + + 
Glucosamin + + + + + – – – – – 
 




Die K. slooffiae Stämme ließen sich nicht mit dem System charakterisieren. Trotz 
mehrmaliger Untersuchung wurde keine Reaktion nachgewiesen. Alle G. geotrichum 
Stämme wiesen ein ähnliches biochemisches Reaktionsprofil auf, so konnten z. B. 
alle Stämme D–Mannit, D–Sorbit, Glycerol, D–Xylose, D–Glucose und L–Sorbose 
verwerten. Die C. catenulata Stämme dagegen sind durch ein inhomogenes 
Reaktionsprofil gekennzeichnet. Fünf Substrate, D–Galactose, D–Mannit, D–Sorbit, 
D–Glucose  und Glucosamin, wurden von allen C. catenulata Stämmen assimiliert. 
Die Verwertung der anderen in der Tab. 10 dargestellten Substrate war je nach 
Stamm unterschiedlich. 
Weiterhin wurde festgestellt, dass vier G. geotrichum und drei C. catenulata Stämme 
gegen das Antibiotikum Cycloheximid (Actidion) in der verwendeten Dosis 
(0,014 mg/Vertiefung) resistent waren. Das Antibiotikum wirkt als 
Translationshemmer bei eukaryontischen Zellen, was durch die Blockierung der 
Proteinbiosynthese zur Wachstumshemmung und schließlich zum Tod der Zellen 
führt. Aufgrund der toxischen Nebenwirkungen wird Cycloheximid nur in vitro als 
fungizides Mittel angewendet. 
 
5.1.4.3. API ZYM 
 
Es wurden zehn Kazachstania slooffiae-Stämme aus der eigenen Studie und zwei K. 
slooffiae-Referenzstämme aus der CBS-Kollektion (CBS 4068, Caecum, Pferd, 
Portugal und CBS 9733, Caecum, Schwein, Portugal) auf die enzymatischen 
Aktivitäten geprüft. Die zwei Referenzstämme wurden von Kurtzman et al. (2005) 
detailliert beschrieben. Festgestellt werden konnte, dass alle, sowohl die eigenen als 
auch die Stämme aus der CBS-Kollektion, das gleiche Enzymbildungsvermögen 
aufwiesen. Von 19 Enzymen wurden 5 als positiv bewertet: Alkalische Phosphatase 
(2), Esterase (3), Esterase Lipase (4), Leucin Arylamidase (6) und Valin Arylamidase 
(7). In Klammern sind die jeweiligen Positionen auf dem API ZYM-Streifen 
angegeben (Abb. 11). Zwei Reaktionen - Alkalische Phosphatase und Leucin 







Abb. 11: Enzymbildungsvermögen der Kazachstania slooffiae-Stämmen im API ZYM 
Streifen nach 4,5 Stunden Inkubation bei 37 °C (Die Positionen von 
Enzymen und Zusammensetzung sind aus Tab. A 4 ersichtlich) 
 
 
5.1.4.4. Assimilationstest in Mikrotiterplatten 
 
Von drei Hefespezies - C. catenulata, G. geotrichum und K. slooffiae - wurden jeweils 
fünf Stämme und ein K. slooffiae Stamm aus der CBS-Kollektion (CBS 9733) im 
Assimilationstest untersucht. Um einen Vergleich zwischen dem ID 32C System und 
diesem Assimilationstest zu ermöglichen, wurden in beiden Untersuchungen 
dieselben Stämme verwendet. Die Auswertung der Ergebnisse erfolgte auf der Basis 
der visuellen Beurteilung (Tab. 11).  
Alle untersuchten Hefen haben die D-Glucose verwertet. Während die K. slooffiae 
Stämme nur D-Glucose als einzige der angebotenenen C–Quellen verwerteten, 
waren alle Stämme von C. catenulata durch die Verwertung von D–Galactose, D–
Glucose, D–Trehalose, D–Xylose, D–Sorbit und D–Mannitol gekennzeichnet. 
Außerdem konnten drei der Candida-Stämme Glycerol assimilieren und vier wuchsen 
im Medium mit 0,01 % Actidion.  
Sechs Substrate (D–Glucose, D–Xylose, L–Sorbose, D–Sorbit, Glucerol und D–
Mannitol) wurden von allen G. geotrichum Stämmen assimiliert. Ein Wachstum 
konnte auch in den Medien mit D–Galactose, Ribitol, Actidion 0,1 % und 0,01 % bei 
drei G. geotrichum Stämmen beobachtet werden.  
K. slooffiae zeigte gegenüber den anderen Hefen ein sehr schnelles, bereits nach 24 
Stunden erkennbares Wachstum. Dagegen konnten eindeutig positive Reaktionen 





Tab. 11: Ergebnisse des Assimilationstestes in Mikrotiterplatten basierend auf der 
visuellen Beurteilung (+ ist die Verwertung des jeweiligen Substrates, - ist 
keine Verwertung) 
 K. slooffiae  G. geotrichum  C. catenulataSubstrate 
* 1 2 3 4 5 1 2 3 4 5 1 2 3 4 5
D-Galactose - - - - - - - + + - + + + + + +
D-Glucose + + + + + + + + + + + + + + + +
D-Saccharose - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Maltose - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Lactose - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Raffinose - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Trehalose - - - - - - - - - - - + + + + +
Inulin - - - - - - - - - - - - - - - - 
Lösliche Stärke (autoklaviert) - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Melibiose - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Cellobiose - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Xylose - - - - - - + + + + + + + + + +
D-Melezitose - - - - - - - - - - - - - - - - 
L-Arabinose - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Arabinose - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Ribose - - - - - - - - - - - - - - - - 
L-Rhamnose - - - - - - - - - - - - - - - - 
L-Sorbose - - - - - - + + + - + - - - - - 
meso-Erythritol - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Sorbit - - - - - - + + + - + + + + + +
Galaktitol - - - - - - - - - - - - - - - - 
Glycerol - - - - - - + + + - + + + - - +
Inositol - - - - - - - - + + - - - - - - 
D-Mannitol - - - - - - + + + + + + + + + +
Ribitol - - - - - - + + - - + - - - - - 
Ethanol - - - - - - - - - - - - - - - - 
Methanol - - - - - - - - - - - - - - - - 
Citronensäure - - - - - - - - - - - - - - - - 
Milchsäure - - - - - - - - - - - - - - - - 
Bernsteinsäure  - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Gluconsäure - - - - - - - - - - - - - - - - 
α-methyl -D-Glucoside - - - - - - - - - - - - - - - - 
Salicin - - - - - - - - - - - - - - - - 
D-Glucosamine  - - - - - - - - - - - - - - - - 
N-Acetyl-Glykosamin - - - - - - - - - - - - - - - - 
Hexadecan - - - - - - - - - - - - - - - - 
Actidion, 0,1 % - - - - - - + + - - + - - - - - 
Actidion, 0,01 % - - - - - - + + - - + + + - + +
Lösliche Stärke (tyndalisiert) - - - - - - - - - - - - - - - - 






Bei einem Assimilationstest werden die zu untersuchenden Mikroorganismen auf die 
Wachstumsfähigkeit in einem Medium mit jeweils einer Kohlenstoffverbindung als 
Energiequelle untersucht. Dabei wird aber nicht das Fermentationsvermögen der 
Hefen festgestellt. 
In den vorliegenden Untersuchungen wurden acht Hefespezies in diesen Test 
einbezogen (Tab. 12). K. slooffiae, C. glabrata, I. orientalis, P. fermentans und P. 
anomala waren in der Lage, Glucose zu fermentieren. Besonders schnell fand bei 
allen K. slooffiae Stämmen die Fermentation der Glucose (bereits am Folgetag der 
Beimpfung) statt, während die anderen Hefen erst nach 1,5 bis 2 Tagen eine positive 
Reaktion zeigten. Keine Fermentation konnte bei C. catenulata und T. coremiiforme 
nachgewiesen werden, obwohl ein Wachstum von C. catenulata in den Medien mit 
D–Galactose und D–Glucose und von T. coremiiforme in den Medien mit D–
Galactose, D–Glucose D–Maltose, D–Lactose, D–Cellobiose und D–Xylose 
beobachtet wurde. Weder Fermentation noch Wachstum konnte bei G. geotrichum 
festgestellt werden.  
 
Tab. 12: Ergebnisse1 des Fermentationstestes 
 













































































10 K. slooffiae  – + – – – – – – – – – – 
5 G. geotrichum  – – – – – – – – – – – – 
5 C. catenulata – – – – – – – – – – – – 
5 C. glabrata  – + – – – – + – – – – – 
5 I. orientalis  – + – – – – – – – – – – 
5 T. coremiiforme – – – – – – – – – – – – 
5 P. fermentans  – + – – – – – – – – – – 
4 P. anomala  – + + – – + – – – – – – 
 





5.1.5. Analyse der Biodiversität der intestinalen Hefepopulationen 
 
Von 173 isolierten Hefekulturen wurden nur 38 aus dem Darm der nicht abgesetzten 
Ferkel von jeder Anlage isoliert. Da die Anzahl der NAF im Vergleich zu den ABF 
sehr niedrig war, konnte keine statistische Auswertung der Hefe–Diversität zwischen 
Absetzferkeln und nicht abgesetzten Ferkeln durchgeführt werden. Die Hefestämme 
wurden zusammengefasst und als Abundanz im jeweiligen intestinalen Ökosystem, 
entweder Ferkel von der EAS oder von der KF, betrachtet. Somit wurden alle 
identifizierten 173 Hefekulturen (EAS, 82; KF, 91) für die Bewertung der biologischen 
Hefenvielfalt im Ferkeldarm verwendet. 
Die Gesamtzahl der Hefearten (Spezies Richness) war bei den Ferkeln der EAS 
höher als bei den Ferkeln der KF (15 vs. 10; Tab. 8). In Abb. 12 ist der Parameter Q–































Abb. 12: Kumulative Hefespezies–Kurven von Q–Statistik. Die Biodiversität der 
kultivierten Hefen im Darm der Ferkel aus der Experimentalanlage Schwein 
(EAS) und der kommerziellen Farm (KF), ermittelt durch die Berechnung 
des Abstandes zwischen den 25 %– (R1) und 75 % – Quantilen (R2). 
 
 
Aus der graphischen Darstellung ist deutlich ersichtlich, dass die beiden Abschnitte 




Steigungen aufweisen. Des Weiteren war der ermittelte Wert für Q–Statistik der EAS-
Ferkel (5,6), bei dessen Berechnung keine dominanten Spezies berücksichtigt 
werden, zweifach höher als der der KF-Ferkel (2,4). Dominante Spezies werden 
dagegen bei der Berechnung des Simpson–Index (D) mit berücksichtigt. Jedoch 
wurden bei der Berechnung des Simpson–Index fünf Hefespezies von jeder Anlage 
nicht einbezogen, da sie nur einzelne Vertreter der jeweiligen Hefe waren. Wie schon 
beim Q-Wert beobachtet, fällt auch der D–Wert der KF-Ferkel mit 4,34 niedriger als 
bei den Ferkeln aus der EAS (7,58) aus (Tab. 13).  
 
Tab. 13: Simpson– und Shannon Indizes der intestinalen Hefepopulation 
 
Indizes EAS KF 
Simpson Diversität (D) 7,58 4,34 
Simpson Evenness (E) 0,51 0,43 
Shannon Diversität (H’) 2,24 1,65 
Shannon Evenness (J’) 0,05 0,05 
 
EAS – Experimentalanlage Schwein; KF – kommerzielle Farm 
 
 
Wird die Diversität der isolierten Hefen auf der Basis des Shannon-Index (H’) 
verglichen, bei dem prinzipiell alle ermittelten Hefearten einbezogen werden, so ist 
die Diversität bei den Ferkeln der EAS ebenfalls größer als bei den Ferkeln der KF 
(2,24 vs. 1,65; Tab. 11). 
Zur Bestimmung der Gleichverteilung (Evenness) der isolierten Hefearten wurden der 
Simpson–Index Evenness (E) und der Shannon-Index Evenness (J’) berechnet. Die 
niedrigen E–Werte weisen auf eine ungleiche Verteilung der Hefearten in beiden 
Anlagen hin. Wie die Tab. 8 zeigt, wurden in der EAS nur 2 und in der KF nur 3 
dominante Hefen isoliert. Die anderen nicht dominanten Hefen wurden bei den EAS-
Ferkeln 3- bis 9-mal und bei den KF-Ferkeln 6-mal gefunden. Der E-Wert der Hefen 
von KF-Ferkeln fällt niedriger aus als der bei den EAS-Ferkeln, weil - wie oben 
beschrieben - bei der Berechnung des Simpson-Indexes die nur einmal 
vorkommenden Spezies nicht berücksichtigt wurden. Somit wurden von den 
gefundenen 15 Hefearten der EAS-Ferkel nur 10 bzw. von 10 gefundenen Hefearten 




Der J’-Wert der Hefen von beiden Anlagen liegt in dem Versuch mit 0,05 sehr niedrig 
und verweist damit auf eine noch ungleichmäßigere Verteilung als dies bei der 
Berechung mit dem Simpson-Index Evenness (E) schon der Fall war. Dass der J’-
Wert gegenüber dem E-Wert so niedrig ausfällt ist weitestgehend darauf 
zurückzuführen, dass bei dessen Berechnung alle ermittelten Hefearten (in EAS 15 
und KF 10), einbezogen werden. Durch das Einbeziehen auch der nur einmal 






5.2. Experiment B 
 
5.2.1. Keimzahlbestimmung der Mikroorganismen im Kot 
 
Enterobakterien, Enterokokken, Laktobazillen und Hefen wurden mittels klassischer 
Plattenkultivierung erfasst. Bei der Auswertung der Hefekulturen wurden auf den 
selektiven SGA-Platten, die das Antibiotikum Chloramphenicol enthielten, resistente 
Bakterien entdeckt. Die Anzahl aller Bakterien- sowie Hefekolonien wurde als 
koloniebildende Einheiten pro g Probenmaterial quantifiziert und die Werte als 
dekadischer Logarithmus angegeben (Tab. 14).  
 
Tab. 14: Zusammensetzung der intestinalen Mikrobiota (lg KBE/g Kot; Mittelwerte 
+ S), isoliert aus dem Kot von abgesetzten (ABF) und nicht abgesetzten 
Ferkeln (NAF) der Experimentalanlage Schwein (EAS, n = 16 je Gruppe) 
und der kommerziellen Farm (KF, n = 16 je Gruppe) 
 
  EAS KF 
 ABF 
  28. LT 33. LT 39. LT 28. LT 33. LT 39. LT 
Enterobakterien 8,5 ± 0,5 6,8 ± 1,0A 6,8 ± 0,9 7,8 ± 0,8 7,0 ± 0,8# 6,0 ± 0,6A# 
Enterokokken 7,6 ± 1,1 4,8 ± 1,2A 3,8 ± 1,2A 6,6 ± 1,3 4,0 ± 2,1A 3,1 ± 2,5A 
Laktobazillen 8,7 ± 0,6 8,5 ± 0,5 8,7 ± 0,9A 8,4 ± 0,6 8,1 ± 1,4# 9,3 ± 0,3A# 
Hefen 1,6 ± 1,7 3,8 ± 1,7A 3,9 ± 2,0aA 1,0 ± 1,5 4,4 ± 1,5A# 6,6 ± 0,8bA#
CArBakt* 5,1 ± 1,3 1,0 ± 1,6aA 0,0 6,2 ± 0,8 4,1 ± 2,2b 0,0 
        
 NAF 
  28. LT 33. LT 39. LT 28. LT 33. LT 39. LT 
Enterobakterien 8,4 ± 0,5 8,1 ± 0,8B 7,6 ± 1,0 8,3 ± 0,8 7,7 ± 0,6 7,7 ± 0,7B 
Enterokokken 7,6 ± 1,3 7,4 ± 1,2B 7,1 ± 1,1B 6,4 ± 1,4 5,9 ± 1,1B 5,9 ± 0,8B 
Laktobazillen 8,6 ± 0,4 8,5 ± 0,6 8,1 ± 0,5B 8,4 ± 0,7 8,3 ± 0,4 8,2 ± 0,3B 
Hefen 0,7 ± 1,4 2,2 ± 1,6B 2,0 ± 1,8B 0,8 ± 1,5 1,1 ± 1,6 B 2,4 ± 1,8B 
CArBakt* 4,8 ± 1,8 4,3 ± 2,8B 3,1 ± 2,7a 6,3 ± 2,4 6,1 ± 1,1 5,6 ± 1,9b 
 
ab Signifikante Unterschiede zwischen der EAS und der KF und zwischen ABF und NAF; (p < 0,05). 
AB Signifikante Unterschiede zwischen ABF und NAF innerhalb der jeweiligen Anlage, entweder EAS 
oder KF. 
# Signifikante Unterschiede zwischen dem 33. und dem 39. LT innerhalb der jeweiligen Anlage. 
* Chloramphenicol-resistente Bakterien 
 
 
Bis zum Tag des Absetzens wurden alle Ferkel in der jeweiligen Anlage unter 




mikrobiologischen Besiedlung vom 28. LT in einer Gruppe (entweder EAS oder KF) 
zusammengefasst und statistisch analysiert. Die Keimzahl der Enterobakterien 
(p < 0,01) und Enterokokken (p < 0,001) waren bei den Ferkeln der KF signifikant 
niedriger als bei den Ferkeln der EAS. Die Kolonienzahl der Chloramphenicol-
resistenten Bakterien (CArBakt) war dagegen höher (p < 0,006) bei den Tieren aus 
der KF. Am 28. LT wurden bei den meisten Ferkeln entweder keine oder nur sehr 
wenige Hefen (101 – 102 KBE/g Kot) nachgewiesen. Beim Vergleich der ABF und der 
NAF sind in beiden Anlagen deutliche Unterschiede zu sehen (Tab. 14). Es konnten 
keine bedeutenden Veränderungen in der Zusammensetzung der intestinalen 
Mikrobiota bei NAF der EAS und der KF bis zum 39. LT festgestellt werden. Im 
Gegensatz dazu war fünf Tage nach dem Absetzen ein starker Abfall der 
Kolonienzahl aller Bakterien, außer Laktobazillen, sowohl bei EAS–Ferkel als auch 
bei KF–Ferkel zu verzeichnen. In EAS blieb der Keimgehalt der Bakterien - mit 
Ausnahme der CArBakt, die auf den Platten nicht mehr nachweisbar waren, und der 
Hefen bis zum 39. LT auf etwa gleichem Niveau. Eine andere Situation lag im Darm 
der KF–Tiere vor. Es wurde eine signifikante Erhöhung der Hefe– (p < 0,004) und 
Laktobazillen-konzentration (p < 0,001) festgestellt. Im Gegensatz dazu nahm die 
Zahl der Enterobakterien (p < 0,01) und Enterokokken tendenziell ab. Auch waren 
keine CArBakt detektierbar.  
Um der Frage nachzugehen, inwieweit eventuell eine Hefekontamination mit dem 
aufgenommenen Futter und Wasser möglich war, wurden von beiden mehrmals 
Proben gezogen und mittels der Kultivierung analysiert. Auch wurden Proben vom 
Kot der Muttersauen und von den Böden der Buchten gewonnen und für die 
Bestimmung der Enterobakterien-, Enterokokken- und Hefenanzahl kultiviert. Bei der 
Untersuchung der Proben von Wasser, Sauen– und Ferkelfutter wurden keine 
Hefekolonien gefunden. Damit ist eine Hefekontamination der Ferkel über Wasser 
und Futter auszuschließen. 
Wie aus der Abb. 13 zu erkennen ist, wurden die EAS–Sauen stärker als die Sauen 
der KF mit Enterobakterien (p < 0,02), Enterokokken (p < 0,03) und Hefen 
(p < 0,001) besiedelt. Es konnten keine Differenzen zwischen den Anlagen im 
Laktobazillen–Gehalt des Sauenkotes festgestellt werden. Es muss allerdings darauf 
hingewiesen werden, dass im Vergleich zu allen EAS–Sauen nur zwei von vier KF–
Sauen mit Hefen kolonisiert waren. Auf den Platten der EAS–Sauen wuchsen nur 




Geotrichum-artige Kolonien isoliert wurden. Bei den NAF wurden die gleichen 
Hefekolonien wie bei den Sauen registriert.  
 
 
Abb. 13: Keimzahl (lg KBE/g) der Hefen und Bakterien isoliert aus Sauenkot (n = 4, 
je Anlage) der Experimentalanlage Schwein (EAS) und der kommerziellen 
Farm (KF) 
# Signifikante Unterschiede (p < 0,05) zwischen EAS und KF. 
* Chloramphenicol-resistente Bakterien 
 
 
Zusätzlich zu den Muttersauen wurden von zehn Sauen je Anlage Kotproben direkt 
aus dem After gewonnen und auf Hefebesiedlungen untersucht. Bei allen KF-Sauen 
waren keine Hefen nachweisbar. Völlig anders war die Situation bei den EAS–
Sauen, die mit einer Hefekonzentration von 103 bis 105 besiedelt waren. Bei allen 
Sauen wurden Candida- bzw. Kazachstania-artige Kolonien isoliert. Die Analyse des 
Kotes von den Buchtenböden lieferte ähnliche Ergebnisse wie die Analyse des 
Sauenkotes, d. h. in den Proben aus der KF waren vor allem Geotrichum-artige 
Kolonien vorhanden, während in den EAS–Proben Candida- und Kazachstania artige 
Hefen vorkamen. 
 
5.2.2. Identifizierung der Chloramphenicol-resistenten Bakterien  
 
Fünf Kolonien der Chloramphenicol-resistenten Bakterien wurden stichprobenweise 
isoliert und mit der Sequenzierung des 16S rRNA Gens als E. coli Spezies 




untersuchen, haben wir deren isolierte DNA an das Institut für Hygiene und 
Infektionskrankheiten der Tiere der Justus-Liebig-Universität Gießen geschickt. Dort 
wurden die DNA-Isolate mit Hilfe der Multiplex-PCR nach Bosworth und Casey 
(1997) auf die Präsenz unterschiedlicher Gene untersucht, die bei enterotoxigenen 
E. coli Stämmen als Virulenzfaktor (wie z. B. stx2e, Intimin-, Fimbrien-, und 
Enterotoxin-Gene) gelten. Drei dieser Stämme wiesen das Gen des hitzestabilen 




Die PCR–Fragmente der 26S rDNA der identifizierten Hefen aus dem ersten 
Experiment wurden auf Schmelzverhalten mittels DGGE analysiert. Die verwendeten 
Primer NL1–GC und LS2 amplifizieren Fragmente mit einer Länge von ca. 250 bp 
Die PCR–Fragmente von 13 Hefen wurden im oberen Bereich des Gels mit einem 
isovertikalen Gradienten von 30 bis 60 % Harnstoff denaturiert (Abb. 14). Ähnliches 
Laufverhalten wurde für die drei Fragmente von C. parapsolosis, C. oleophila und C. 
tropicalis ermittelt. Ein Fragment (Issatchenkia orientalis) wies eine deutlich höhere 
Schmelztemperatur auf, d. h. die Denaturierung erfolgte erst im unteren Bereich des 
Gels. Die Banden für die K. slooffiae-Stämme waren unterschiedlich. Während bei 
den Stämmen der CBS zwei starke Banden festgestellt wurden, war vom K. slooffiae-
Stamm aus eigener Studie nur eine Bande detektierbar, die im selben Bereich wie 
die unteren Banden der CBS-Stämme denaturierte. 
Nested– und Standard–PCR wurden für die Amplifikation der Hefen direkt nach der 
Extraktion der DNA aus den Kotproben - ohne deren vorherige Kultivierung - 
durchgeführt (siehe Abschnitt 4.2.6.1). Dabei wurden keine Unterschiede zwischen 
den DGGE–Profilen beider PCR-Methoden ermittelt. Lediglich die Ausbeute war bei 
den Produkten der Nested–PCR höher, wodurch die Banden stärker ausgeprägt 
waren. Dieser Vorteil wiegt aber nicht den mit der Nested-PCR verbundenen 
höheren Material- und Zeitaufwand auf, so dass für die weitere Analyse nur die 
Standard-PCR angewendet wurde.  
Die Untersuchung der Isolate der Kotproben von nicht abgesetzten Ferkeln erbrachte 
zu allen Versuchszeitpunkten das Ergebnis, dass keine PCR–Produkte amplifiziert 




waren. Ebenso war es nicht möglich, PCR–Produkte aus den Proben vom Kot der 




Abb. 14: DGGE–Profile der 26S rDNA PCR–Produkte von auf SGA Medium 
kultivierten und mittels Sequenzierung identifizierten Hefen  
(M) Marker, (a) Candida glabrata, (b) Candida catenulata, (c) Candida 
parapsolosis, (d) Candida oleophila, (e) Candida tropicalis, (f) 
Galactomyces geotrichum, (g) Issatchenkia orientalis, (h) Pichia anomala, 
(i) Pichia farinose, (j) Rhodotorula mucillaginosa, (k) Trichosporon 
montevideense, (l) Kazachstania slooffiae, (m) Kazachstania slooffiae 
(CBS 4068), (n) Kazachstania slooffiae (CBS9733)  
 
 
In Abb. 15 sind die Ergebnisse der DGGE vom Kot der abgesetzten EAS- und KF-
Ferkel vom 33. und 39. LT dargestellt. Mit dieser Analyse wurde bei allen Proben 
eindeutig nur eine Bande nachgewiesen, die anhand der Sequenzierung als 
Kazachstania slooffiae identifiziert wurde. Diese Hefeart wurde bei EAS-Ferkeln in 
zwei Proben am 33. LT sowie in einer weiteren Probe am 39. LT. nachgewiesen. 
Dagegen wurde in allen Proben der KF-Ferkel vom 39. LT die für K. slooffiae 







Abb. 15: DGGE–Profile der 26S rDNA PCR–Produkte von Hefen aus dem Kot von 
abgesetzten Ferkeln (33. und 39. LT) der Experimentalanlage Schwein 
(EAS) und der kommerziellen Farm (KF)  
Jedes Profil repräsentiert eine DNA–Mischprobe von vier Ferkeln. 
(←) Kazachstania slooffiae, die Banden wurden mittels Sequenzierung 








In der mikrobiologischen Forschung sind die Vor- und Nachteile der herkömmlichen 
Kultivierungsverfahren und der modernen molekularbiologischen Methoden ein sich 
wiederholendes Thema der wissenschaftlichen Diskussion. Die rasanten Fortschritte 
in der Molekularbiologie und Gentechnik ermöglichen die Erforschung der 
mikrobiologischen Prozesse in verschiedenen ökologischen Nischen. Diese 
Methoden geben jedoch in einigen Fällen ohne klassische Verfahren keine 
ausführliche Information, so dass die klassische und molekularbiologische Methode 
für die Forschung der Mikroorganismen häufig kombiniert angewendet werden. Ein 
Ziel der vorliegenden Arbeit war es deshalb, die intestinale Hefepopulation beim 
Ferkel zum Zeitpunkt des Absetzens mittels der kultivierungsabhängigen und der 
molekularbiologischen Methoden zu untersuchen. 
 
6.1. Beschreibung der Hefevielfalt im GIT von Ferkeln 
 
Ein Vorteil der Kultivierung besteht in der Möglichkeit kultivierbare Mikroorganismen, 
die im Probenmaterial nur in geringen Konzentrationen auftreten, zu erkennen. Um 
alle im GIT der Ferkel kultivierbaren Hefen zu erfassen, wurde die Kultivierung mit 
selektiven Nährböden und nachfolgender Isolierung und Quantifizierung der 
unterschiedlichen Kolonien durchgeführt. Aus den zuvor (siehe Abschnitt 2.6) 
beschriebenen Gründen erfolgte die Identifizierung der Hefen mittels der 
molekularbiologischen Methoden. Im ersten Experiment konnten durch die 
Sequenzierung der D1 & D2 Domänen der 26S rDNA die Fragmente von 173 
Kulturen 17 Phylotypen zugeordnet werden, die sowohl zur Abteilung Ascomycota 
als auch zur Abteilung Basidiomycota gehörten. Die meisten Sequenzen zeigten eine 
hohe Verwandtschaft mit der Kazachstania slooffiae Spezies, die als geschlechtliche 
Form (teleomorph) von Candida slooffiae (anamorph, ungeschlechtliche Form) 
beschrieben wurde (Kurtzman et al., 2005). Im Vergleich mit früheren Studien (Van 
Uden et al., 1958; Van Uden und Carmo-Sousa, 1962a; Mehnert und Koch, 1963) 
stimmen die Ergebnisse der vorliegenden Untersuchung darin überein, dass 
Kazachstania slooffiae die bei Schweinen am häufigsten vorkommende Hefeart ist. 
Interessant war, dass bei den Schweinen in der kommerziellen Farm (KF), also dem 




hygienischen Bedingungen und die höhere bakterielle Belastung hatte (Janczyk et 
al., 2009), K. slooffiae häufiger anzutreffen war. Des Weiteren wurde diese Hefe in 
der KF ausschließlich bei abgesetzten Ferkeln (ABF) gefunden. In der EAS wurde 
sie dagegen in der gleichen Konzentration bei nicht abgesetzten (NAF) und 
abgesetzten Ferkeln isoliert. Diese Ergebnisse - das Vorkommen dieser Spezies bei 
Saugferkeln - würden jedoch der Hypothese von Van Uden und Carmo-Sousa 
(1962a), die über die Abhängigkeit der K. slooffiae von auf Getreide basierendem 
Futter berichteten, widersprechen. Diese Ergebnisse von Experiment A müssen mit 
Vorsicht betrachtet werden, da sie gegebenenfalls durch die in den Anlagen 
unterschiedlich gestalteten Buchten bzw. Tröge beeinflusst wurden. Es stellte sich 
heraus, dass die Ferkel aus der KF prinzipiell keinen Zugang zum Sauenfutter haben 
konnten, während dies bei den EAS-Ferkeln durch zu niedrige Futtertrogränder 
möglich war. Daher lässt sich vermuten, dass bei den EAS-Ferkeln die Etablierung 
bzw. das Wachstum von K. slooffiae dadurch beeinflusst wurde, dass sie bereits 
während der Säugeperiode teilweise von der Sau verstreutes Futter aufgenommen 
haben. Die niedrigere Anzahl an NAF erschwert den Vergleich zwischen den NAF 
und den ABF innerhalb eines Betriebes, jedoch nicht zwischen den 
Schweineanlagen. Es wäre sicher für das Versuchsergebnis besser gewesen, mehr 
Würfe in die Untersuchungen einzubeziehen. Dies war aber in der EAS aus 
Kapazitätsgründen, dem Produktionszyklogramm und dem laufenden 
Zuchtprogramm in der zur Verfügung stehenden Zeit nicht möglich. In der Zeit der 
Versuchsdurchführung war es nur möglich, neun Ferkel bei einer Sau zu lassen. Um 
einen relativen Vergleich zwischen den Anlagen zu ermöglichen, wurde diese 
geringere Tierzahl trotzdem für die Studie verwendet.  
Die insgesamt zweithäufigste isolierte Hefe Galactomyces geotrichum wurde bei den 
Tieren der KF gefunden wobei die Mehrheit dieser Hefeart bei den NAF, sowohl bei 
den Tieren der KF als auch der EAS, nachgewiesen wurde. Die Fähigkeit dieser 
Spezies, die in der Milch vorhandenen Nährstoffe verwerten zu können, begünstigt 
offensichtlich ihr Vorkommen bei Saugferkeln (Valdes-Stauber et al., 1997). G. 
geotrichum wird in verschiedenen Milieus wie Erdboden, Futter, Käse, fermentierte 
Milchprodukte (Gente et al., 2002; Pottier et al., 2008) und Human-Faeces (Mo et al., 
2004) gefunden. Zudem wird diese Hefe als Starterkultur für die Käseproduktion 
verwendet (Goerges et al., 2008; Pottier et al., 2008). Candida catenulata, die im GIT 




Stauber et al., 1997; Lopandic et al., 2006). C. catenulata (Radosavljevic et al., 1999) 
sowie einige andere, in der vorliegenden Untersuchung gefundene Hefen, wie z. B. 
C. glabrata, C. tropicalis (Fidel et al., 1999; Fluckiger et al., 2006; Filioti et al., 2007; 
Ruan und Hsueh, 2009) und Trichosporon spp. (Chowdhary et al., 2004; Ahmad et 
al., 2005; Girmenia et al., 2005), besitzen das Potential bei Menschen mit einer 
ausgeprägten Immunschwäche oder einer Langzeittherapie mit Antibiotika schwere 
Erkrankungen hervorzurufen.  
 
6.2. Statistische Bewertung der Hefevielfalt im GIT der Ferkel 
 
Viele Faktoren können die Kolonisierung des Gastrointestinaltraktes mit Hefen 
beeinflussen. Inwieweit der Standort bzw. die hygienischen Bedingungen einen 
Einfluss auf die intestinalen Hefepopulationen ausüben können, sollte in dieser 
Studie untersucht werden. Dazu wurden unterschiedliche statistische Modelle 
genutzt (siehe Abschnitt 4.1.6). Das Q–Statistik-Modell wurde ausgewählt, da bei der 
Berechnung dieses statistischen Parameters weder dominante noch selten 
vorkommende Spezies berücksichtigt werden (Kempton und Taylor, 1976; 1978). 
Der Simpson–Index (D) wichtet die Abundanzen der Spezies stärker als die 
Speziesanzahl (Magurran, 2004). Bei der Berechnung des Shannon–Indexes (H’) 
wird dagegen sowohl die Anzahl der unterschiedlichen Individuen als auch die 
Abundanz beachtet (Magurran, 2004). Daher kommen von den Indizes 
unterschiedliche Ergebnisse zustande, die sich für die bessere Beschreibung der 
Diversität ergänzen. 
Die Vielfalt der isolierten Hefen lag bei den EAS-Ferkeln höher (15 vs. 10 Spezies; 
Tab. 8) als bei den KF-Ferkeln. Dieser offensichtliche Unterschied wurde sowohl 
durch die Ergebnisse der Q-Statistik als auch durch die Simpson– und Shannon 
Indizes bestätigt. Bei den EAS–Ferkeln waren 2 Hefearten (K. slooffiae und C. 
glabrata) durch häufiges Vorkommen gekennzeichnet. Die anderen Hefearten 
wurden dagegen nur selten isoliert. Dagegen wurden bei den Ferkeln aus der KF drei 
Hefen (K. slooffiae, G. geotrichum und C. catenulata) in einer höheren Abundanz 
gefunden. Von den 7 anderen Hefearten wurden 5 jedoch nur einmal isoliert. Alle 
berechneten Indizes weisen Differenzen zwischen den Schweineanlagen auf. Da wir 
versucht haben, Faktoren wie genetisches Tiermaterial und Futter weitestgehend 




unterschiedlichen Standortbedingungen Ursache für die Differenzen in der 
Besiedlung des Darmes mit Hefen sind. 
Über den Umgebungseinfluss auf die Entwicklung der bakteriellen intestinalen 
Mikrobiota von Ferkeln wurde bereits von Janczyk et al. (2009), Thompson et al. 
(2008) und Thompson und Holmes (2009) berichtet. Unseres Wissens liegen bis jetzt 
im internationalen Schrifttum keine mit den vorliegenden Untersuchungen 
vergleichbare Studien vor, die bei halbverwandten Absetzferkeln bei gleicher 
Fütterung und Aufstallung an unterschiedlichen Standorten die intestinale Besiedlung 
mit Hefen untersuchten. Wenn die Population der intestinalen Hefen untersucht 
werden soll, so muss dies immer im Zusammenhang mit der Umgebung, dem 
verabreichten Futter sowie anderen beeinflussenden Faktoren geschehen, da diese 
von entscheidender Bedeutung sein können.  
 
6.3. Phylogenetische Analyse der Hefe-DNA-Sequenzen 
 
Die bahnbrechende Entwicklung der DNA-Sequenzierung eröffnete neue 
Möglichkeiten für das Verständnis und die Erforschung der genomischen 
evolutionären Prozesse bei Hefen (Liti und Louis, 2005). Durch die phylogenetische 
Analyse der verschiedenen Regionen der ribosomalen DNA werden die 
evolutionären Beziehungen zwischen unterschiedlichen Spezies dokumentiert 
(Kurtzman und Fell, 1998; Scorzetti et al., 2002), die bei der konventionellen 
Klassifizierung auf Grund der phänotypischen Variabilität entweder fehlerhaft 
interpretiert werden oder oft als undifferenzierbar galten (Barnett et al., 1990).  
Zur Erstellung der evolutionären Verwandtschaftsbäume wurde in dieser Studie die 
Neighbor-Joining Methode verwendet. Seit deren Einführung durch Saitou und Nei 
(1987) fand dieses, auf Distanzanalyse basierende Verfahren eine weit verbreitete 
Anwendung bei der Berechnung der phylogenetischen Bäume (Bryant, 2005) in der 
molekularen Systematik der Hefen (Kurtzman und Fell, 1998; Scorzetti et al., 2002). 
Auch bei der Beschreibung der Verwandschaftsbeziehungen zwischen eng 
verwandten Spezies kam sie erfolgreich zur Anwendung (James et al., 2001; 
Kurtzman et al., 2005; Wu und Bai, 2005). Infolge der phylogenetischen Analyse der 
D1 & D2 Domänen der 26S rDNA wurde ein evolutionärer Verwandtschaftsbaum 
entwickelt, der die eindeutige Zuordnung der Hefearten in die Abteilungen 




Hefearten gehörte, wie bereits bei Gedek (1968), Mehnert und Koch (1963) und Van 
Uden und Carmo-Sousa (1962a) beschrieben, zur Abteilung Ascomycota.  
In beiden Schweineanlagen zeigten die Kolonien der dominanten Spezies K. 
slooffiae ähnliche morphologische Merkmale (siehe Abschnitt 5.1.3). Die 
phylogenetische Analyse der DNA-Sequenzen von K. slooffiae ergab das 
überraschende Ergebnis, dass fast alle DNA-Fragmente dieser Spezies in zwei 
separate Cluster entsprechend der Herkunft der Ferkel – also der Schweineanlage - 
unterteilt wurden. Da sowohl das Probenmaterial als auch die Hefekulturen der 
gleichen Behandlung unterzogen wurden, sind bei der Aufarbeitung entstandene 
genetische Veränderungen bzw. Mutationen unwahrscheinlich. Somit deuten die 
beobachteten Variationen auf die Existenz unterschiedlicher Subspezies in den 
Anlagen hin, die aus der mikrobiellen Anpassung an die jeweiligen Umweltbedingun-
gen und die damit verbundene unterschiedliche Zusammensetzung der intestinalen 
Mikrobiota resultieren. Die Differenzen in den ökologischen Nischen bzw. die 
Veränderungen der Umweltbedingungen werden z. B. bei Insekten als wichtiger 
beeinflussender Faktor der genetischen Variabilität betrachtet (Sgro und Hoffmann, 
2004). Ebenso wurden Variationen in der DNA-Sequenz bei der Hefe S. paradoxus 
nachgewiesen, die in unterschiedlichen geographischen Regionen kultiviert und 
isoliert wurden (Sniegowski et al., 2002; Johnson et al., 2004).  
 
6.4. Keimzahlbestimmung auf der Basis der Kultivierung 
 
Die beträchtlichen Unterschiede in der Anzahl der untersuchten nicht abgesetzten 
und abgesetzten Tiere im ersten Experiment komplizieren die aussagekräftige 
Interpretation der Ergebnisse. Dennoch sind sie ausreichend, um den 
Hefekeimgehalt innerhalb der verschiedenen Darmabschnitte bei Ferkeln, die auf 
einer Anlage aufgestallt waren, zu vergleichen. Im Ergebnis der Analyse wurden 
keine Differenzen in der Hefebesiedlung zwischen den Kompartimenten des Dünn- 
und Dickdarmes nachgewiesen. Deshalb wurde entschieden, im zweiten Experiment 
die Zusammensetzung der Darmmikrobiota der Ferkel nur in frischen Kotproben zu 
untersuchen. Außerdem erlaubt die Analyse des Kotes, die zeitliche Entwicklung der 
intestinalen Mikrobiota bei denselben Tieren zu untersuchen.  
Die Gesamtheit der sozialen, psychologischen sowie futter- und umweltbedingten 




Veränderungen in der mikrobiellen Zusammensetzung des Darminhaltes verbunden 
(Lallès et al., 2004). Dass diese Veränderungen nicht mit dem Alter der Tiere im 
Zusammenhang stehen, zeigen sehr anschaulich die Ergebnisse der vorliegenden 
Studie an nicht abgesetzten Ferkeln, bei denen keine gravierenden Veränderungen 
in der Zusammensetzung der Mikrobiota gefunden wurden.  
Pieper et al. (2008) zeigten in ihren Untersuchungen, dass bereits einen Tag nach 
dem Absetzen die Konzentration der gesamten Mikrobiota abnimmt. Dies kann auf 
die Nahrungsumstellung, sowie auf die nach dem Absetzen auftretende, verminderte 
Futteraufnahme zurückzuführen sein (Lallès et al., 2007). Die intestinalen 
Mikroorganismen benötigen eine Adaptationszeit bei der Umstellung von leicht 
verdaulicher Milch zur komplexen, auf Getreide basierenden und damit kohlenhydrat- 
und rohfaserreicheren Fütterung. Die im Schweinedarm dominanten Laktobakterien 
passen sich schnell an solche Veränderungen an (Janczyk et al., 2007). So 
erreichten in den vorliegenden Untersuchungen die Laktobazillen im Darm der Ferkel 
aus beiden Anlagen fünf Tage nach dem Absetzen in etwa wieder das 
Ausgangsniveau wie am Tag des Absetzens. Dagegen waren die Konzentrationen 
der Enterobakterien und Enterokokken zum gleichen Zeitpunkt immer noch 
bedeutend niedriger (ca. 10 bis 100-fach) als am Tag des Absetzens. Interessant ist, 
dass mit steigender Futteraufnahme auch die Quantität der Hefen zugenommen hat. 
Bemerkenswerte Veränderungen sind bei den KF-Ferkeln am 39. LT im Vergleich zu 
den gleichaltrigen EAS-Tieren festgestellt worden. Während bei den EAS-Ferkeln 
zwischen dem 33. und 39. LT keine signifikante Differenz beobachtet wurde, waren 
bei den KF-Tieren signifikante Veränderungen in Form einer deutlich gestiegenen 
Konzentration an Laktobazillen und Hefen sowie eine verminderte Konzentration an 
Enterobakterien zu sehen. Die Enterobakterien stellen eine vielfältige und 
dynamische Gruppe im GIT der Schweine dar, die sowohl unschädliche als auch 
opportunistisch pathogene Spezies oder Stämme beinhaltet (Schierack et al., 2007). 
Dabei wird besonders der Spezies E. coli, einem Vertreter der Familie der 
Enterobakterien, mehr Beachtung, unter anderem auch als Bioindikator der 
antimikrobiellen Resistenz, geschenkt (Sorum und Sunde, 2001; Jiang et al., 2009). 
In unseren Untersuchungen wurden fünf Kolonien der Chloramphenicol-resistenten 
Bakterien (CArBakt) isoliert und durch die Sequenzierung des 16S rRNA Gens als E. 
coli Spezies identifiziert. Zur Beurteilung deren Eigenschaften bzw. Aktivitäten im 




unterschiedlichen Virulenzgene geprüft. Drei dieser Stämme wiesen das Gen des 
hitzestabilen Enterotoxins STb auf. Die STb positiven E. coli-Stämme verursachen 
bei Schweinen hauptsächlich die Erkrankung „Colibazillose“, die mit heftigem 
Durchfall verbunden ist (Dubreuil, 2008; Taillon et al., 2008). In unserem Experiment 
wurde bei den Ferkeln jedoch kein Durchfall beobachtet. Bibbal et al. (2009) 
beschrieben bei wachsenden Schweinen, denen Antibiotika auf unterschiedliche 
Weise verabreicht wurden, eine für Enterobakterien selektive Wirkung, die durch 
schnelles Auftreten und starke Vermehrung dieser multiresistenten Spezies 
gekennzeichnet war. Obwohl wir in den vorliegenden Versuchen keine Antibiotika 
zum Einsatz gebracht haben, fanden wir bei der Kultivierung der Hefen auf 
Nährböden mit Chloramphenikol CArBakt, wodurch die Präsenz antibiotikaresistenter 
Spezies im Darm bzw. die Adapatiponsfähigkeit der Bakterien an Antibiotika 
nachgewiesen wird. Das Auftreten der CArBakt sank tendenziell mit steigendem Alter 
und bereits 11 Tage nach dem Absetzen waren sie nicht mehr vorhanden. Dies ist 
gleichzeitig auch eine mögliche Erklärung für die Dezimierung der gesamten 
Enterobakterienpopulation, wobei jedoch die Ursache für das Verschwinden der 
CArBakt unklar ist. Anfangs schien es, dass die Zunahme des Hefekeimgehaltes die 
Anzahl der CArBakt beeinflusse. Dem widersprechen spätere Beobachtungen, die 
bei 39 Tage alten Ferkeln zeigten, dass auch dann keine CArBakt auftraten, wenn 
keine Hefen mehr gefunden wurden. 
Viljoen (2006) berichtet, dass Interaktionen zwischen Hefen und Bakterien sowie 
Hefen und anderen Pilzen bereits seit Anfang des 20. Jahrhunderts besonders im 
Brauereiwesen bzw. der Getränkeindustrie untersucht werden. So werden z. B. 
Wechselbeziehungen zwischen Laktobazillen und Hefen beschrieben, die in der 
Natur häufig vorkommen und unter anderem bei der Herstellung von Kefir und 
verschiedenen Käsesorten genutzt werden (Viljoen, 2001; Narvhusa und Gadaga, 
2003). Das Wachstum der Laktobakterien kann von Hefen begünstigt werden, indem 
sie für die Bakterien essentielle Substrate wie Vitamine, Aminosäuren usw. 
synthetisieren (Viljoen, 2006).  
Wie oben bereits beschrieben deuten die vorliegenden Untersuchungen auch einen 
Zusammenhang bzw. eine Wechselwirkung zwischen intestinalen Laktobazillen und 
Hefen an. Ein Grund für den nach dem Absetzen beobachteten Anstieg von 
Laktobazillen und Hefen im GIT der von uns untersuchten KF-Ferkel ist eine 




Einige Hefearten (z. B. K. slooffiae) sind in der Lage, sich in dem saurem Milieu zu 
vermehren (Gedek, 1968), das in Folge der Stoffwechselaktivität von Laktobakterien 
entstanden ist (Pieper et al., 2008). Inwieweit die Hefepopulation direkt das 
Wachstum und die Zusammensetzung der mikrobiellen Besiedlung des Darmes 
beeinflusst, kann mit den vorliegenden Ergebnissen nicht eindeutig bewiesen 
werden. Jedoch ist nicht auszuschließen, dass auch die intestinalen Hefen für die 
Mikrobiota essentielle Substrate synthetisieren. Die intestinale Mikrobiota ist ein 
komplexes Ökosystem und jegliche Veränderung im Milieu wirkt sich umgehend auf 
dessen mikrobielle Zusammensetzung aus. Die in unserem Experiment beobachtete 
Reduzierung der Enterobakterien und Enterokokken ist wahrscheinlich auf die 
Zunahme der Laktobakterien und/oder Hefen zurückzuführen.  
Weiterhin bleibt die Frage offen, wie es zur Hefekolonisation im Darm von 
Absetzferkeln kommt. Als mögliche Eintragsquelle der Hefepopulation wurde der 
Sauenkot und der Kot vom Boden der Buchten, aber auch das Wasser und das 
Futter der Experimentalanlage Schwein und der kommerziellen Farm analytisch 
untersucht. Im trockenen Futter sowie auch im Wasser befanden sich keine 
kultivierbaren Hefen. Die Hefearten, die in der Umwelt einer Schweineanlage 
existieren, üben bei gesunden Tieren mit einer ausgewogenen Mikrobiota keinen 
Einfluss aus, da sie meist nur in niedriger Quantität auftreten. Im Grunde genommen 
ist von allen gefundenen Spezies nur K. slooffiae die einzig spezifische für den 
Schweine-Verdauungstrakt (Van Uden und Carmo-Sousa, 1962a; Mehnert und 
Koch, 1963). Zur Besiedlung mit der Hefe kommt es offenbar durch den Kontakt der 
Ferkel mit dem Sauenkot. Erstaunlich ist die verhältnismäßig hohe Hefebesiedlung 
bei den KF-Ferkeln, obwohl nur bei der Hälfte der vier KF-Muttersauen und bei 
keiner der zehn zusätzlich untersuchten Sauen Hefen im Kot isoliert wurden. Da die 
Etablierung der Hefe im Darm erst nach dem Absetzen und der damit verbundenen 
Futterumstellung auf Getreidemischfutter stattfindet, kann die Besiedlung im 
Ferkeldarm durch den Kontakt mit dem Kot der Tiere anderer Würfe verursacht sein. 
Das übermäßige Hefewachstum, insbesondere von einigen Candida-Arten, im GIT 
des Menschen zieht immer die Aufmerksamkeit der Mediziner auf den 
Gesundheitszustand der Patienten auf sich. Gerade im Zusammenhang mit einer 
ausgeprägten Immunschwäche wird ein übermäßiges Hefewachstum als bedrohlich 
angesehen (Schulze und Sonnenborn, 2009). Trotz eines relativ hohen Hefekeim-




gen auf. Auffällig ist dabei, dass in der Literatur keine mit dem Auftreten von K. 
slooffiae assoziierten Erkrankungen beim Schwein beschrieben sind. Im Gegenteil, 
diese Hefeart war im Organismus der durch Futterumstellung und Verdauungs-
störungen immungeschwächten Tiere nicht kultivierbar (Gedek, 1968). Da K. 
slooffiae nur bei klinisch unauffälligen Tieren nachweisbar ist, ist zu vermuten, dass 
diese Hefe als möglicher Kommensale des Wirtes zu betrachten ist (Gedek, 1968). 
Deshalb sind positive Effekte auf die intestinale Mikrobiota und die Immunabwehr 
des Wirtes denkbar. 
Der Gastrointestinaltrakt beherbergt eine enorme Anzahl prokaryotischer und 
eukaryotischer Mikroorganismen. Die Hefen besiedeln dieses Ökosystem im 
Verhältnis zu den Bakterien zahlenmäßig wesentlich geringer. Daher wird den 
einzelligen Pilzen im Allgemeinen eine untergeordnete Rolle im GIT nachgesagt. Da 
einige Hefezellen jedoch hundertfach größer sind als Bakterien, könnten sie selbst 





Um das Laufverhalten der Sequenzen der im Schweinedarm vorkommenden Hefen 
zu untersuchen, wurden einige DNA-Isolate von kultivierten und im Experiment A 
identifizierten Hefen eingesetzt. Für die PCR wurden die Primer NL1-GC und LS2 
angewendet. Diese Primer wurden bereits erfolgreich für die DGGE-Analyse von 
Hefepopulationen in Milch (Cocolin et al., 2002), Öl (Hesham et al., 2006) und Wein 
(Prakitchaiwattana et al., 2004) verwendet. Im Allgemeinen zeigten die amplifizierten 
DNA-Fragmente der Hefen in unseren Analysen eine gute Bandendifferenzierung. 
Das war jedoch bei C. parapsolosis, C. oleophila und C. tropicalis nicht der Fall. Die 
Sequenzen dieser Hefen denaturierten alle im gleichen Bereich (Abb. 14), wodurch 
eine Identifizierung dieser 3 Hefespezies anhand der unterschiedlichen Banden-
positionen unmöglich ist. Cocolin et al. (2000) berichteten über die schlechte 
Differenzierung zwischen Banden von eng verwandten Spezies, deren Sequenzen 
mit dem genannten Primer-Set amplifiziert wurden. Der Grund dafür, dass in der 
vorliegenden Studie die Sequenzen von drei Hefearten im gleichen Bereich 
denaturiert wurden, kann die ähnliche Zusammensetzung der untersuchten 




die Ergebnisse der DGGE-Analyse der K. slooffiae Stämme. Im Gegensatz zu dem 
Stamm aus eigener Studie bildeten die Sequenzen der Stämme aus der CBS-
Kollektion zwei getrennte Banden. Die Bildung mehreren Banden von einer Spezies 
wurde bereits bei Bakterien (Nübel et al., 1996; Ercolini, 2004) und Hefen (Masoud et 
al., 2004; Prakitchaiwattana et al., 2004) beschrieben. Dieser Effekt wird 
möglicherweise durch die intragenomische Heterogenität in den ribosomalen RNA-
Regionen vieler Bakterien- (Coenye und Vandamme, 2003; Crosby und Criddle, 
2003) und einiger Hefearten (Lachance et al., 2003) hervorgerufen.  
Durch einen Vergleich der DGGE mit der klassischen Kultivierung von Weinhefen 
fanden Prakitchaiwattana et al. (2004), dass die DGGE unempfindlicher für die 
Detektion geringer Quantitäten ist. Jedoch haben die Autoren in ihren 
Untersuchungen mit der DGGE und anschließender Bandensequenzierung eine 
größere Artenvielfalt gefunden. Diese Aussage deutet erneut auf die Existenz von 
lebenden, aber nicht kultivierbaren Hefen hin (Divol und Lonvaud-Funel, 2005). 
Die Anwendung einer Nested-PCR bietet die Möglichkeit, die Ziel-DNA zu 
spezifizieren sowie auch geringe Templatemengen nachzuweisen (Ibeas et al., 
1996). Da Hefen in geringer Anzahl im Schweinedarm vorkommen, wurde die 
Effizienz der Nested-PCR mit einer einstufigen PCR verglichen. Außer höheren 
Konzentrationen der PCR-Produkte waren in dieser Studie keine weiteren 
Unterschiede zwischen den PCR-Methoden in den DGGE-Gelen sichtbar. Mittels 
DGGE konnte bei abgesetzten Ferkeln nur die Bande einer Hefe-Spezies 
nachgewiesen und als K. slooffiae identifiziert werden. Fünf Tage nach dem 
Absetzen waren in zwei von vier Proben der EAS-Ferkel die für K. slooffiae 
spezifische Bande zu sehen, während sechs Tage danach (39. LT) die Bande nur in 
einer Probe ermittelt wurde. Wenn man in Betracht zieht, dass die Mikroorganismen, 
deren Anteil < 1 % des gesamten Ökosystems beträgt und bei der DGGE nicht 
detektiert werden (Muyzer und Smalla, 1998), befinden sich vermutlich die meisten 
Hefen im GIT der Ferkel mit fortschreitender Entwicklung der bakteriellen Mikrobiota 
unterhalb der detektierbaren Grenze. Im Darm der KF-Ferkel hat die Konzentration 
der Hefen im Gegensatz zu den EAS-Ferkeln mit steigendem Alter zugenommen. 
Von den DNA-Isolaten vom Kot der Sauen und der Buchtenböden wurden keine 
PCR-Produkte amplifiziert. Die Ursachen dafür sind vermutlich unterschiedlich. Die 
Proben vom Boden beinhalteten nicht nur Exkremente, sondern auch Sägespäne 




niedrige Konzentration an genomischem Material in der Probe verursacht wurde. 
Gemessen an Hand der KBE/g Probe waren die Muttersauen durchschnittlich 
geringer als ihre Ferkel mit Hefen besiedelt. Es ist zu vermuten, dass dadurch die 
Hefe-DNA-Konzentration der Isolate unter der Detektionsgrenze lag. 
 
6.6. Kultivierungsabhängige Charakterisierung der Hefen 
 
Einer der wichtigsten Regelfaktoren der mikrobiellen Besiedlung ist die Fähigkeit der 
Mikroorganismen, die im Ökosystem vorhandenen Nährstoffe für ihren Stoffwechsel 
nutzen zu können. Um die Fähigkeiten der im Schweinedarm vorkommenden Hefen 
dahingehend zu überprüfen, wurden einige Stämme dem Assimilations-, 
Fermentations- und Enzymtest unterzogen. 
 
6.6.1. Assimilations- und Fermentationstests 
 
Beim ID 32C System bilden die Ergebnisse der verschiedenen Reaktionen ein 
biochemisches Profil des Stammes, das die Identifizierung der Hefen ermöglicht. In 
unserem Fall beabsichtigten wir, den Test lediglich für die metabolische 
Charakterisierung der bereits identifizierten Hefen zu verwenden. Drei Spezies (K. 
slooffiae, C. catenulata und G. geotrichum) wurden mittels Anwendung des ID 32C 
Systems und des Assimilationstests in Mikrotiterplatten untersucht. Die 
Stoffwechselaktivität der in unserem Versuch dominanten Spezies K. slooffiae ließ 
sich mit dem ID 32C System nicht testen. Obwohl eine der C-Quellen im System 
Glucose war, wuchs K. slooffiae nicht. Offensichtlich waren die Arbeitsbedingungen, 
die bei dieser Methode zur Anwendung kamen, nicht für diese Hefeart geeignet. 
Daher war es erforderlich, nach Alternativen zu suchen. Die Mikrotiterplatten mit 96 
Wells bieten eine gute Möglichkeit, die zu testende Kultur gleichzeitig auf die 
Verwertung mehrerer Substraten zu untersuchen. Für die Auswertung sollte neben 
der visuellen Beurteilung (VB) ein mathematisches Modell entwickelt und genutzt 
werden. Letzteres war jedoch auf Grund des variablen, artenspezifischen Verhaltens 
der Keime in den Substraten schwierig zu interpretieren und führte zum Teil im 
Vergleich zur VB zu falschen Ergebnissen. Infolgedessen wurden nur die Ergebnisse 
der VB in Betracht gezogen. Zusätzliche Information gibt eine Untersuchung des 




Die Daten von C. catenulata und G. geotrichum wiesen mit geringen Differenzen im 
Assimilations- und Fermentationstest weitestgehend ähnliche Ergebnisse auf. Trotz 
relativ häufiger Isolierung erreichen diese zwei Hefearten nur geringe 
Konzentrationen im Darm der abgesetzten und nicht abgesetzten Ferkel und spielen 
daher offensichtlich nur eine untergeordnete Rolle. Deshalb war unser 
Hauptaugenmerk mehr auf K. slooffiae gerichtet. 
Anhand des Assimilations- und Fermentationstests wurde festgestellt, dass K. 
slooffiae ausschließlich Glucose assimilieren und fermentieren kann. Dieses 
Monosaccharid ist ein wichtiger Baustein vieler natürlicher Kohlenhydrate und wird 
sowohl von Mikroorganismen als auch von tierischen Zellen verstoffwechselt 
(Drozdowski und Thomson, 2006). Während der Dünndarmpassage unterliegen die 
leicht verdaulichen Nährstoffe bei Monogastriden im Wesentlichen der 
enzymatischen Verdauung durch den Wirt (Conway, 1994). Weil die Tiere keine 
eigenen Enzyme zur Hydrolyse einiger Nahrungsbestandteile wie z. B. Cellulose, 
Xylane und Pektine bilden, werden diese Substrate zum größten Teil erst im 
Dickdarm durch die mikrobiellen Enzyme verdaut (Niba et al., 2009). Um 
festzustellen, ob K. slooffiae die vom Wirtsorganismus unverdauten Polysaccharide 
verstoffwechseln kann, wurden diese Hefestämme einem Enzymtest unterzogen.  
 
6.6.2. Bestimmung der enzymatischen Aktivität von Kazachstania slooffiae  
 
Unter Berücksichtigung des hohen quantitativen Auftretens von K. slooffiae wurden 
nur diese Stämme auf das Enzymbildungsvermögen getestet. Mit dem API ZYM Test 
lassen sich schnell Enzymaktivitäten verschiedener biologischer Materialien - wie 
z. B. Mikroorganismen, Zellsuspensionen, Gewebe, biologische Flüssigkeiten - 
nachweisen (Suh et al., 1999; Brasch und Graser, 2005; Ridgway et al., 2008; 
Pennacchia et al., 2008; Lu et al., 2008; Ben Abdallah et al., 2009), wobei dieses 
Verfahren laut Herstellerangaben die Genauigkeit photometrischer Methoden nicht 
erreicht und somit nur zur orientierenden Diagnostik der untersuchten biologischen 
Materialen verwendet werden kann. Die Aktivität der Alkalischen Phosphatase (AP) 
und der Leucin-Arylamidase (LA) war bei den Stämmen besonders ausgeprägt. Die 
AP (Millan, 2006) und die LA (Matsui et al., 2006) kommen in vielen mehrzelligen 
Lebewesen und Mikroorganismen vor. Die intestinale AP (IAP) spielt eine essentielle 




bei der Fettabsorption (Narisawa et al., 2003; Nakano et al., 2007). In neueren 
Studien wurde über die Rolle der IAP bei der Detoxifizierung von 
Lipopolysacchariden (LPS) und bei der Aufrechterhaltung der intestinalen 
Homöostase berichtet (Bates et al., 2007; Goldberg et al., 2008). Die LPS sind 
Bestandteil der Zellwand von intestinalen Gram-negativen Bakterien. Werden LPS im 
tierischen Körper freigesetzt, sind sie für den endotoxischen Effekt verantwortlich 
(Beutler und Rietschel, 2003). Durch die Dephosphorylierung des Lipids A, das eine 
toxische Wirkung im Tier- und Humankörper hat, verhindert die IAP eine Auslösung 
lebensbedrohlicher Immunreaktionen (Bates et al., 2007; Goldberg et al., 2008). Die 
intestinale LA (ILA) lokalisiert sich ebenso wie die IAP im Bürstensaum der 
Darmzotten (Finlay und McCloud, 1990) und hat mehrere Funktionen, wie z. B. 
Proteinverdauung oder Freisetzung der bioaktiven Peptide (Taylor, 1993; Matsui et 
al., 2006). Manche Autoren berichten, dass beide Enzyme im Stoffwechsel des 
probiotischen Hefestammes S. boulardii sowohl essentielle trophische Funktionen als 
auch eine biotherapeutische Wirkung haben (Buts et al., 2002; Buts und De Keyser, 
2006; 2006; 2009).  
Aus der Darlegung ergibt sich die Fragestellung, welche Nährstoffe aus dem 
Darminhalt diese Hefeart für ihren Stoffwechsel nutzt. Van Uden und Carmo-Sousa 
(1962a) haben die Chymusproben von 57 Schweinen - die unterschiedliche Diäten 
wie Grünfutter, Mischfutter mit Küchenabfällen und Mischfutter auf Getreidebasis 
bekommen haben - mittels klassischer Kultivierung untersucht. Die genaue 
Zusammensetzung der verabreichten Rationen haben die Autoren leider nicht 
angegeben. In ihrer Studie stellten sie fest, dass die meisten Tiere, die eine 
Getreideration erhalten hatten, eine stärkere Besiedlung mit K. slooffiae Spezies 
aufwiesen. Daher ist zu vermuten, dass die im Getreide enthaltenen Nährstoffe (z. B. 
Polysaccharide) das Wachstum dieser Hefeart, deren Anteil im Dickdarm am 
höchsten ist (Van Uden und Carmo-Sousa, 1962a), fördern können. In 
Übereinstimmung mit den Ergebnissen aus der Literatur haben unsere Ergebnisse 
des Fermentations- und Assimilationstests eindeutig gezeigt, dass K. slooffiae 
Spezies nur Glucose verwertet (Gedek, 1968; Kurtzman et al., 2005). Es stellt sich 
allerdings die Frage nach der Glucosequelle im Dickdarm. Die Glucose aus den 
Futtermitteln wird als Monosaccharid sofort resorbiert. Gleiches passiert auch mit der 
aus der Stärke entstehenden Glucose, die aber auch von den Mikroorganismen im 




eigentlich nur noch durch den Abbau der bis dahin unverdauten Polysaccharide 
entstehen. Jedoch bildet, wie der Enzymtest gezeigt hat, K. slooffiae keine Enzyme, 
die in der Lage sind, Polysaccharide zu der für sie lebensnotwendigen Glucose 
abzubauen. Somit ergibt sich die Frage, inwieweit der Enzymtest für eine derartige 
Untersuchung ausreichend präzise und geeignet ist. Da das in unseren 
Untersuchungen verwendete API ZYM System nur eine geringe Anzahl von 
Enzymaktivitäten erfasst, ist es nur für orientierende diagnostische Analysen 
geeignet. Auch ist es fraglich, ob die angewandten Analysebedingungen optimal für 
diese Hefeart waren. Zur genauen Beurteilung der enzymatischen Aktivität von K. 
slooffiae Spezies sollten deshalb solche Methoden entwickelt und angewandt 
werden, die entsprechend den Lebensbedingungen dieser Hefespezies optimiert 
sind.  
Da K. slooffiae sich im Schweinedarm gut etablieren kann und darüber hinaus eine 
relativ hohe Konzentration erreicht, beeinflusst diese Spezies möglicherweise durch 
ihre Stoffwechsel- und Enzymaktivitäten die intestinale Mikrobiota bzw. die 






Die Ergebnisse aus der vorliegenden Arbeit geben einen ausführlichen Überblick 
über Hefespezies, die zum Zeitpunkt des Absetzens den Ferkeldarm besiedeln bzw. 
im Ferkeldarm vorkommen. Obwohl im GIT der Ferkel 17 unterschiedliche, zum Teil 
anlagespezifische Spezies gefunden wurden, kann sich nur Kazachstania slooffiae 
im Darm der augenscheinlich gesunden, abgesetzten Tiere gut etablieren. Dies 
wurde durch umfangreiche Untersuchungen mittels klassischer Kultivierung und 
molekularer PCR-DGGE-Fingerprinting-Methoden bestätigt. Die Ergebnisse der 
enzymatischen Charakterisierung der Hefe demonstrieren das Potential für eine 
positive Beeinflussung der intestinalen Mikrobiota. Diese Spezies kann mit ihren 
Enzymaktivitäten vermutlich eine wichtige Rolle bei der Protein- und Fettverdauung 
spielen und einen Beitrag zur Aufrechterhaltung des Selbstregulationsmechanismus 
im Gastrointestinaltrakt der Ferkel leisten. Darüber hinaus lässt sich vermuten, dass 
eine Veränderung der Zusammensetzung der bakteriellen Population im Darm der 
Ferkel auf den zunehmenden Hefekeimgehalt zurückzuführen ist. Dieser Effekt trat 
jedoch ausschließlich nur bei den Tieren aus der konventionell betriebenen 
Schweineanlage auf. Damit bestätigt sich, dass die vorherrschenden Umwelt- bzw. 
die hygienischen Bedingungen der Schweineanlage einen wichtigen Einfluss auf die 
intestinale Hefebesiedlung der Tiere ausüben. Wenn man in Betracht zieht, dass K. 
slooffiae für Schweine ein kommensaler Mikroorganismus ist, der auf die 
Darmmikrobiota einen positiven Einfluss hat, wirkt sich das Fehlen bzw. das 
verminderte Auftreten der Spezies bei den Ferkeln aus der Experimentalanlage unter 
Umständen ungünstig aus. Diese Hefespezies ist thermophil, d. h. sie vermehrt sich 
nur bei höheren Temperaturen (> 30 °C), wie sie auch im Körper der Schweine 
vorherrschen. Da K. slooffiae ausschließlich nur Glucose verwerten kann, etabliert 
sich diese Hefe nicht im Darm der Ferkel, wenn die Ferkel keinen Zugang zu 
Mischfuttermittel haben. Wie zuvor bereits beschrieben wurden alle Ferkel am 28. LT 
abgesetzt. Die Ferkel der EAS wurden in einen speziell für die Ferkel vorbereiteten 
Raum, der vorher entsprechend den Vorschriften in dieser Anlage gründlich gereinigt 
und desinfiziert wurde, aufgestallt. Dies könnte eine mögliche Erklärung für die 
niedrige intestinale Besiedlung mit K. slooffiae der EAS-Ferkel sein. Eine weitere 
Ursache für die geringere K. slooffiae-Besiedlung der EAS-Ferkel kann in der 




vermutet werden, der sich wahrscheinlich infolge der dort vorhandenen 
unterschiedlichen intestinalen mikrobiellen Population gebildet hat.  
Mit den Daten aus der vorliegenden Arbeit wird der gegenwärtige Kenntnisstand über 
das Vorkommen von Hefen im Schweinedarm sowie auch deren Funktionen im 
intestinalen Milieu erweitert. Offengebliebene Fragen sollten Gegenstand weiterer 
vertiefender Untersuchungen sein. Dabei ist die Fragestellung, inwieweit eventuell 
eine gezielte Darmbesiedlung der Absetzferkel mit K. slooffiae als Probiotikum unter 
dem Blickwinkel der Erhaltung der Tiergesundheit in dieser kritischen Lebensphase 







Ziel der vorliegenden Untersuchungen war es, die Biodiversität und die 
Zusammensetzung der Hefepopulation im Verdauungstrakt der Ferkel vor und nach 
dem Absetzen zu untersuchen. Weiterhin sollte die Entwicklung der intestinalen 
Hefebesiedlung unter unterschiedlichen Umgebungs– bzw. Haltungsbedingungen 
sowie mögliche Interaktionen zwischen Hefen und bakteriellen Gruppen aufgezeigt 
werden. Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit basieren auf Untersuchungen, die 
klassische, kultivierungsabhängige und moderne, molekularbiologische Methoden 
umfassen. 
 
Im ersten Experiment wurden die im Rahmen des EU–Projektes „Feed for Pig 
Health“ gewonnenen Hefekulturen, isoliert aus dem Dünndarm- und 
Dickdarmchymus von abgesetzten (n = 68) und nicht abgesetzten (n = 27) 39 Tage 
alten Ferkeln der Deutschen Landrasse (DL) aus zwei Anlagen mit unterschiedlichen 
Haltungs- und Umweltbedingungen, analysiert. Alle im Versuch genutzten Tiere 
waren Halbgeschwister. Zunächst sollte untersucht werden, wie sich die intestinale 
Hefepopulation der Ferkel bei unterschiedlichen Haltungsbedingungen und bei 
Einsatz des gleichen Futters zusammensetzt. Insgesamt wurden mit Hilfe der 
Sequenzierung der D1 & D2 Domänen der 26S rDNA von 173 Hefekulturen 17 
unterschiedliche Spezies der Abteilungen Ascomycota und Basidiomycota 
identifiziert. Die für den Vergleich (EAS vs. KF) der Biodiversität genutzten Parameter 
- Simpson-Index (7,58 vs. 4,34), Shannon-Index (2,24 vs. 1,65) und Q-Statistik (5,6 
vs. 2,4) - bestätigten die erwarteten Unterschiede zwischen den beiden Schweine-
anlagen. Bestimmte Hefearten waren in beiden Anlagen häufiger anzutreffen, z. B. 
Kazachstania (K.) slooffiae und Galactomyces geotrichum, während andere Spezies, 
z. B. Rhodotorula mucilaginosa und Trichosporon montevideense, dagegen nur 
sporadisch auftraten. Im Gegensatz zu den Erwartungen wurde festgestellt, dass die 
Hefepopulation der Tiere der Experimentalanlage Schwein (EAS) – der Anlage mit 
den besseren hygienischen Bedingungen - eine höhere Biodiversität hatte. Die in 
den meisten Proben dieser Tiere gefundenen Spezies waren K. slooffiae und 
Candida (C.) glabrata. Bei den Ferkeln aus der kommerziellen Farm (KF) dagegen 




Galactomyces geotrichum und C. catenulata – isoliert. Aus den Ergebnissen dieser 
qualitativen Untersuchungen ergaben sich folgende Fragestellungen: 
1. Wie setzt sich die Hefepopulation quantitativ zusammen? 
2. Gibt es einen Unterschied in der Hefebesiedlung zwischen Saug- und 
Absetzferkeln? 
3. Wann und wodurch verändert sich die Hefepopulation im Ferkeldarm? 
4. Gibt es möglicherweise Interaktionen zwischen der Hefepopulation und der 
bakteriellen Mikrobiota? 
Diesem Fragekomplex sollte im zweiten Experiment nachgegangen werden, das 
wiederum mit Ferkeln der Rasse DL aus EAS und KF und Einsatz des gleichen 
Futters durchgeführt wurde. Die Basis dieser Untersuchungen bildeten Kotproben 
von insgesamt 64 Ferkeln - 16 abgesetzten (ABF) und 16 nicht abgesetzten Ferkeln 
(NAF) aus jeder Anlage - die zum jeweiligen Zeitpunkt direkt aus dem Anus 
entnommen wurden. Die ABF erhielten nach dem Absetzen (am 28. Lebenstag, LT) 
ein Ferkelaufzuchtfutter II. Die NAF blieben bis zum 39. LT bei der Sau und bekamen 
kein Mischfuttermittel. Um den zeitlichen Verlauf der Entwicklung der Hefepopulation 
und der bakteriellen Besiedlung (Enterobakterien, Enterokokken und Laktobazillen) 
verfolgen zu können, wurden die frischen Kotproben von allen Ferkeln, den Sauen 
und den Böden der Buchten am 28., 33. und 39. LT gesammelt. Die mikrobiologische 
Untersuchung der Futter- und Wasserproben zeigte keine Kontaminationen mit 
Hefen. Während der Säugezeit, also der Periode ohne feste Nahrungsaufnahme, 
blieb die gesamte Mikrobiota der NAF unverändert. Bis auf geringe Ausnahmen 
wurde bei den NAF keine Hefebesiedlung nachgewiesen. Nur bei wenigen Ferkeln 
traten vereinzelt Hefen (meistens G. geotrichum) in sehr geringer Konzentration (101-
102 KBE/g Kot) auf. Mit der Futterumstellung von Milch auf feste Nahrung entwickelte 
sich die Hefepopulation rasant. Bereits 11 Tage nach dem Absetzen erreichte sie 
hohe Konzentrationen, die zwischen beiden Anlagen unterschiedlich waren (EAS ca. 
104; KF ca. 106 KBE/g Kot).  
Hinsichtlich der Relation zwischen der bakteriellen Mikrobiota und der 
Hefepopulation wurden bei den EAS-ABF am 33. und 39. LT keine Veränderungen 
ermittelt. Bei den KF-ABF dagegen gab es während dieser Periode größere 
Veränderungen. Diese sind vermutlich auf die signifikante Erhöhung der 
Laktobakterien (p < 0,001), die signifikante Dezimierung der Enterobakterien 




Hefekonzentration zurückzuführen. Mit Hilfe der Analyse der morphologischen 
Merkmale der Hefekolonien und der denaturierenden Gradientengelelektrophorese 
wurde festgestellt, dass die Zunahme der Hefepopulation weitestgehend nur auf das 
vermehrte, zahlenmäßig hohe Auftreten der K. slooffiae Spezies im Ferkeldarm 
zurückzuführen war. Dieses Ergebnis unterstreicht, dass, obwohl im ersten 
Experiment mehrere Hefearten im Darminhalt der Absetzferkel festgestellt wurden, 
sich letztendlich nur eine Spezies, nämlich K. slooffiae, im Darm der augenscheinlich 
gesunden Ferkel gut etablierte. Die phylogenetische Analyse der 26S rDNA-
Sequenzen von K. slooffiae zeigte jedoch eine Variabilität der DNA-Fragmente, die 
im Stammbaum in zwei getrennten Clustern gruppiert sind und sich jeweils einer 
Stallanlage zuordnen ließen. Dies deutet auf die Präsenz von zwei ortsspezifischen 
Subspezies hin. Die niedrigere Hefekonzentration im Kot der EAS-Ferkel wird jedoch 
wahrscheinlich auch durch andere Faktoren, wie z. B. Differenzen in der mikrobiellen 
Zusammensetzung des Kotes, der Umwelt- und den hygienischen Bedingungen 
hervorgerufen. Da K. slooffiae typisch für den Verdauungstrakt der Schweine und in 
ihrer Entwicklung auf diesen Wirtsorganismus angewiesen ist, wird eine Kolonisation 
entweder über den Kot der Muttertiere oder andere Kontaminationen hervorgerufen.  
Mit Hilfe der Assimilations- und Fermentationstests wurde eindeutig nachgewiesen, 
dass die Stämme von K. slooffiae nur in der Lage sind, Glucose als einzige 
Kohlenhydratquelle zu verwerten und zu fermentieren, was ein typisches 
Charakteristikum für diese Spezies ist. 
Die Ergebnisse der Prüfung von K. slooffiae Stämmen mit Hilfe des API ZYM 
Systems zeigten eine ausgeprägte Aktivität der alkalischen Phosphatase sowie der 
Leucin-Arylamidase. Diese Enzyme sind ebenfalls in verschiedenen Organen der 
Tiere sowie im Bürstensaum des Darmes zu finden. Dort haben sie wichtige 
biologische Funktionen bei der Protein- und Fettverdauung sowie bei der 
Immunabwehr des Wirtes. Daher lässt sich vermuten, dass K. slooffiae durch ihre 
Stoffwechselaktivität und ihre möglichen Interaktionen mit der bakteriellen 
intestinalen Mikrobiota als Kommensale ein wichtiger Mikroorganismus insbesondere 
für Ferkel ist.  
 
Die Absetzperiode hat einen erheblichen Einfluss auf die Gesundheit und 
Wachstumsleistung der Ferkel. Die im Darm lebenden Mikroorganismen sind dabei 




den letzten Jahren forschten Wissenschaftler intensiv nach Substanzen und 
Möglichkeiten, die die Darmmikrobiota positiv beeinflussen. Dazu ist es essentiel, die 
im GIT ablaufenden physiologischen Prozesse zu kennen und nachvollziehen zu 
können. Der bakteriellen Mikrobiota wird bei den physiologischen Prozessen im 
Verdauungstrakt eine besondere Beachtung beigemessen, wogegen den intestinalen 
Hefen bislang nur wenig Interesse gewidmet wird und deshalb nur wenige 
wissenschaftliche Erkenntnisse vorliegen. Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit 
eröffnen ein neues, bisher wenig bekanntes Feld und erweitern den gegenwärtigen 
Kenntnisstand über das Vorkommen der Hefen und deren Funktionen im 
Schweinedarm. Unabhängig davon sind weitere Untersuchungen notwendig, um das 
Verständnis über die Wirkungsweise von Hefen - z. B. von K. slooffiae - im GIT und 
deren Interaktionen mit den intestinalen Bakterien und dem Wirtsorganismus sowie 
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Tab. A 1: Zusammensetzung der vitaminisierten Mineralstoffmischung im Experiment 
A (0,4 % je kg Futter) 
 
Inhaltsstoffe Gehalt pro kg 
Vitamin A  1750 I.E. 
Vitamin D3    200 I.E. 
Vitamin E      11 I.E. 
Vitamin B1     1,0 mg 
Vitamin B2     4,0 mg 
Vitamin B6    1,5 mg 
Vitamin B12    15,0 µg 
Vitamin K1     0,5 mg 
Biotin    50,0 µg 
Pantothensäure    9,0 mg 
Nicotinsäure  12,5 mg 
Cholin 400,0 mg 
Folsäure   0,30 mg 
Fe   80,0 mg 
Zn   54,0 mg 
Mn   30,0 mg 
Se     0,3 mg 
I     0,1 mg 
Co     0,2 mg 












Tab. A 2: Interpretation der McFarland Standardreihen  
 





a Mittelwerte der im Labor vom Leibniz-Institut für Nutztierbiologie (FBN) in Dummerstorf ermittelten 
Hefekeimzahlen (K. slooffiae).  
 








1 D–Galactose 0,70 17 D–Sorbit 2,72 
2 Cycloxheximid 0,014 18 D–Xylose 0,70 
3 D–Saccharose 0,66 19 D–Ribose 0,70 
4 N–Acetyl–Glycosamin 0,64 20 Glycerol 0,82 
5 Milchsäure 0,64 21 L–Rhamnose 0,68 
6 L–Arabinose 0,70 22 Palatinose 0,66 
7 D–Cellobiose 0,66 23 Erythrit 1,44 
8 D–Raffinose 2,34 24 D–Melibiose 0,66 
9 D–Maltose 0,70 25 Natrium Glycuronat 0,76 
10 D–Trehalose 0,66 26 D–Melezitose 0,66 
11 Kalium 2–Ketogluconat 1,09 27 Kalium Gluconat 0,92 
12 
Methyl–αD–
Glucopyranosid 1,92 28 
Levulinsäure 
(Levulinat) 0,48 
13 D–Mannit 0,68 29 D–Glucose 0,78 
14 D–Lactose 0,70 30 L–Sorbose 0,70 
15 Inosit 0,70 31 Glucosamin 0,68 
16 Kontrolle – Äsculin  0,28 














2 Alkalische Phosphatase 2-Naphtylphosphat violett
3 Esterase (C 4) 2-Naphtylbutyrat violett
4 Esterase Lipase (C 8) 2-Naphtylcaprylat violett
5 Lipase (C 14) 2-Naphtylmyristat violett
6 Leucin Arylamidase L-leucyl-2-naphtylamid orange
7 Valin Arylamidase L-valyl-2-naphtylamid orange
8 Cystin Arylamidase L-cystyl-2-naphtylamid orange
9 Trypsin N-benzoyl-DL-arginin-2-naphtylamid orange
10 α-Chymotrypsin N-glutaryl-phenylalanin-2-naphtylamid orange
11 Saure Phosphatase 2-Naphtylphosphat violett
12 Naphtol-AS-BI-phosphohydrolase Naphtol-AS-BI-phosphat blau
13 α-Galactosidase 6-Br-2-naphtyl-αD-Galactopyranosid violett
14 ß-Galactosidase 2-Naphtyl-ßD-Galactopyranosid violett
15 ß-Glucuronidase Naphtol-AS-BI-ßD-Glucuronid blau
16 α-Glucosidase 2-Naphtyl-αD-Glucopyranosid violett
17 ß-Glucosidase 6-Br-2-naphtyl-ßD-Glucopyranosid violett
18 N-acetyl-ß-Glucosaminidase 1-Naphtyl-N-acetyl-ßD-Glucosaminid braun
19 α-Mannosidase 6-Br-2-naphtyl-αD-mannopyranosid violett






farblos oder Farbe der 
Probe bei starker 
 
* Farblos oder Farbe der Kontrolle, wenn der Streifen nach der Reagenzzugabe einer starken 




Tab. A 5: Für die phylogenetische Analyse verwendete Accessionsnummern der 
NCBI Gendatenbank von eigenen und Referenzsequenzen  
 
Spezies eigene Studie NCBI 
Gen–Datenbank 
Kazachstania slooffiae  EU445375; EU445374; 
EU445394–EU445437 AJ508582 
Galactomyces geotrichum  EU445444 DQ907938 
Candida catenulata EU445381 EU585763 
Candida glabrata  EU445377 EU585756 
Trichosporon asahii  EU445389 EU559350 
Issatchenkia orientalis  EU445384 EU585760 
Trichosporon coremiiforme  EU445390 AF189863 
Pichia fermentans  EU445387 EU019222 
Candida tropicalis  EU445382 EU293420 
Pichia anomala  EU445385 EU327111 
Candida oleophila  EU445378 AF178051 
Candida parapsilosis  EU445379 EF063136 
Candida silvae  EU445380 AB281078 
Pichia farinosa  EU445386 EF453650 
Pichia guilliermondii  EU445391 EU327094 
Rhodotorula mucilaginosa  EU445388 EU285499 
Trichosporon montevideense  EU445392 AF105397 





Tab. A 6: Anordnung der im Assimilationstest verwendeten Substrate auf der 
Mikrotiterplatte 
 
Nr. Substrate Position auf der Mikrotiterplatte 
0 Basal Medium ohne Zusatz (Negativkontrolle) A1 A6 
1 D–Galactose B1 B6 
2 D–Glucose C1 C6 
3 D–Saccharose D1 D6 
4 D–Maltose E1 E6 
5 D–Lactose F1 F6 
6 D–Raffinose G1 G6 
7 D–Trehalose H1 H6 
8 Inulin A2 A7 
9 Lösliche Stärke (autoklaviert) B2 B7 
10 D–Melibiose C2 C7 
11 D–Cellobiose D2 D7 
12 D–Xylose E2 E7 
13 D–Melezitose F2 F7 
14 L–Arabinose G2 G7 
15 D–Arabinose H2 H7 
16 D–Ribose A3 A8 
17 L–Rhamnose B3 B8 
18 L–Sorbose C3 C8 
19 meso–Erythritol D3 D8 
20 D–Sorbit E3 E8 
21 Galaktitol F3 F8 
22 Glycerol G3 G8 
23 Inositol H3 H8 
24 D–Mannitol A4 A9 
25 Ribitol B4 B9 
26 Ethanol C4 C9 
27 Methanol D4 D9 
28 Citronensäure E4 E9 
29 Milchsäure F4 F9 
30 Bernsteinsäure G4 G9 
31 D–Gluconsäure H4 H9 
32 α–methyl –D–Glucoside A5 A10 
33 Salicin B5 B10 
34 D–Glucosamine C5 C10 
35 N–Acetyl–Glycosamin D5 D10 
36 Hexadecan E5 E10 
37 Actidion, 0,1% F5 F10 
38 Actidion, 0,01% G5 G10 





Tab. A 7: Stammlösungen für DGGE 
 
Lösungen Stoffe Hersteller 
200 ml   40 % Acryl– und Bis–
acrylamide, 37,5:1 
Hercules, CA, USA 




10 ml     50 x TAE–Puffer  






auffüllen mit aqua dest. bis 1 l  
   
200 ml   40 % Acryl– und Bis–
acrylamide, 37,5:1 
Hercules, CA, USA 
10 ml     50 x TAE–Puffer  
0 % 
Gradientenlösung* 
auffüllen mit aqua dest. bis 1 l  
   




57,1 ml   Essigsäure, 96 % 
Roth GmbH & Co, 
Karlsruhe, 
Deutschland 
100 ml    0,5 M EDTA  
Roth GmbH & Co, 
Karlsruhe, 
Deutschland 
50 x TAE–Puffer 
  
auffüllen mit aqua dest. bis 1 l, [pH 8,5]   
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Thesen zur Dissertation: 
 
„Intestinale Hefen, deren Stoffwechselaktivität und Interaktion mit 
ausgewählten Bakteriengruppen bei Absetzferkeln“  
 
vorgelegt von Dipl.-Ing. agr. Vladimir Urubschurov 
 
Das Absetzen von Ferkeln gilt als eine der kritischsten Phasen in der 
Schweinehaltung. Dieser Prozess hat einen erheblichen Einfluss auf die Gesundheit 
und Wachstumsleistung der Tiere und ist oft mit hohen ökonomischen Verlusten 
verbunden. Die im Darm lebenden Mikroorganismen sind dabei zur Erhaltung des 
physiologischen Gleichgewichts von entscheidender Bedeutung. Die Darmmikrobiota 
der Schweine besteht größtenteils aus Bakterien, deren Entwicklung im Darm gut 
beschrieben und deren Einfluss auf die Gesundheit des Wirtes bekannt ist. Den 
Hefen im Verdauungstrakt wird dagegen bislang nur wenig Interesse gewidmet. 
Außerdem ist der gegenwärtige wissenschaftliche Kenntnisstand - der im 
Allgemeinen auf den klassischen Kultivierungs-Befunden aus den fünfziger und 
sechziger Jahren des 20. Jahrhunderts beruht – zu mangelhaft, um die eindeutige 
Rolle der Hefen im intestinalen Ökosystem nachvollziehen zu können. Um einen 
Beitrag zur Vervollständigung der bisher lückenhaften wissenschaftlichen Kenntnisse 
auf dem Gebiet der Hefen im Verdauungstrakt der Ferkel zu leisten, wurden folgende 
Probleme in der vorliegenden Arbeit untersucht: 
 die Biodiversität und Zusammensetzung der Hefepopulation im GIT von 
Ferkeln der Deutschen Landrasse vor und nach dem Absetzen 
 der Einfluss der Umgebungs– bzw. Haltungsbedingungen auf die intestinale 
Hefepopulation  
 die zeitlichen Veränderungen der Hefeentwicklung im Darm der Absetzferkel 
 die potenziellen Interaktionen zwischen Hefen und bakteriellen 
Gemeinschaften wie Enterobakterien, Enterokokken und Laktobazillen 
 die Stoffwechselaktivität der im Darm von Ferkeln dominierenden Hefen 
 
Zur Erreichung der genannten Ziele wurden Chymus- und direkt aus dem Anus 




(NAF) untersucht. Für die Untersuchungen wurden klassische 
kultivierungsabhängige Verfahren wie Assimilations-, Fermentations-, Enzymtests 
und Keimzahlbestimmung als auch molekularbiologische Methoden wie Polymerase–
Kettenreaktion (PCR), PCR-denaturierende Gradientengelelektrophorese (PCR-
DGGE) und DNA–Sequenzierung angewendet.  
 
Aus den Ergebnissen und Schlussfolgerungen der vorliegenden Untersuchungen 
werden folgende Thesen abgeleitet: 
 
1. Die Biodiversität der Hefepopulation im Verdauungstrakt der Ferkel hängt von 
den Umwelt- bzw. hygienischen Bedingungen ab, die in einer Schweineanlage 
vorherrschen. Durch die Berechnung mehrerer unterschiedlicher Biodiversität-
Indizes wurde die offensichtlich höhere Hefevielfalt im GIT der Tiere aus der 
Experimentalanlage Schwein (EAS) - mit besserem Hygiene- und 
Gesundheitsstatus sowie moderner technischer Ausrüstung - im Vergleich zur 
kommerzielle Farm (KF) bestätigt. 
 
2. Da im Vergleich zu Bakterien viele Hefen im Darm der Schweine nur in einer 
geringeren Konzentration auftreten, kann die Biodiversität der intestinalen Hefen 
mittels DGGE-Analyse - auf Grund der Unempfindlichkeit zur Detektion geringer 
DNA-Quantitäten - nicht bestimmt werden. Sollen weitere im Darm 
vorkommende Hefespezies detektiert werden, müssen die Chymus- bzw. 
Kotproben mit den klassischen Kultivierungsverfahren untersucht werden. 
 
3. Obwohl 2 Hefearten (Kazachstania (K.) slooffiae und Candida glabrata) in den 
Tieren der EAS und 3 Hefearten (K. slooffiae, Galactomyces geotrichum und 
Candida catenulata) bei den Ferkeln aus der KF häufig gefunden wurden, ist 
nur die Spezies K. slooffiae spezifisch für den Verdauungstrakt der 
Absetzferkel. Diese Ergebnisse stimmen mit denen der Literatur überein. 
 
4. Die auf der klassischen Kultivierung basierende Analyse des Kotes zeigte, dass 
Hefen im Allgemeinen bei nicht abgesetzten Ferkeln – die bis zum 39. LT als 
einzige Nahrung ausschließlich Milch bekommen haben - entweder in einer 





5. Bei der mikrobiologischen Untersuchung von Wasser- und Futterproben 
(Sauen- und Ferkelfutter) waren keine Hefen unter den gewählten 
Kultivierungsbedingungen anzüchtbar. Damit ist in dieser Studie eine 
Kontamination der Ferkel mit den oben beschriebenen Hefespezies über 
Wasser und Futter nahezu auszuschließen. 
 
6. Die Hefepopulation entwickelte sich erst mit der Aufnahme des auf Getreide 
basierenden Futters. Bereits 11 Tage nach dem Absetzen können die Hefen 
eine hohe Konzentration im Darm erreichen. Im Darm der 39 Tage alten Ferkel 
war jedoch die Quantität der Hefen in jeder Anlage unterschiedlich (EAS ca. 
104; KF ca. 106 KBE/g Kot). Hiermit wird erneut unterstrichen, dass die 
vorherrschenden Umwelt- bzw. die hygienischen Bedingungen der 
Schweineanlage einen wichtigen Einfluss auf die intestinale Hefebesiedlung der 
Tiere ausüben. 
 
7. Die intestinale Mikrobiota ist ein komplexes Ökosystem und jegliche 
Veränderung im Milieu wirkt sich umgehend auf dessen mikrobielle 
Zusammensetzung aus. Mit im Zeitraum 33. bis 39. LT signifikant (p < 0,004) 
zunehmendem Hefewachstum im GIT der KF-Ferkel veränderte sich die 
Zusammensetzung der bakteriellen Mikrobiota. Es wurde eine signifikante 
Erhöhung der Kolonien von Laktobazillen (p < 0,001) und eine signifikante 
Dezimierung der Zahl der Enterobakterien (p < 0,01) festgestellt. Diese 
Ergebnisse deuten auf mögliche Interaktionen zwischen Hefen und einigen 
Bakterien wie z. B. Laktobazillen hin. Bei relativ niedriger Hefekonzentration, 
wie dies am 33. und 39. LT bei den ABF der EAS der Fall war, konnte keine 
signifikante Veränderung in der Zusammensetzung der bakteriellen Gruppen 
festgestellt werden. 
 
8. Zwei unterschiedliche Assimilationstests kamen in dieser Studie zur 
Anwendung. Die Verwendung des kommerziellen Assimilationstests (ID 32 C 
System) eignete sich nicht für die Charakterisierung der im Ferkeldarm 
dominanten K. slooffiae Stämme. Die Arbeitsbedingungen, die für diese 




Hefeart nicht geeignet. Der Assimilationstest in Mikrotiterplatten mit 96 Wells ist 
sehr zeit- und arbeitsaufwändig, ermöglicht jedoch eine umfassende 
Untersuchung der zu testenden Hefekultur auf die Verwertung 
unterschiedlichster Substrate. Im Ergebnis dieses Tests wurde festgestellt, dass 
K. slooffiae nur Glucose verwerten kann. 
 
9. K. slooffiae wurde mit dem API ZYM System, das eine Möglichkeit zur 
Diagnostik der enzymatischen Aktivität verschiedener biologischer Materialien 
wie z. B. Mikroorganismen, Zellen bietet, getestet. Bei K. slooffiae zeigte der 
Test besondere Aktivitäten von Alkalischer Phosphatase und Leucin-
Arylamidase. Beide Enzyme sind auch im Darm zu finden und haben dort 
wichtige biologische Funktionen bei der Protein- und Fettverdauung sowie bei 
der Immunabwehr des Wirtes. Wie oben beschrieben soll das System, unter 
anderem auf Grund der Aktivitätserfassung einer nur geringen Anzahl von 
Enzymen, vordergründig zur diagnostischen Analyse dienen. Auch ist es 
fraglich, dass die angewandten Analysebedingungen optimal für diese Hefeart 
waren. Zur genauen Beurteilung der enzymatischen Aktivität von K. slooffiae 
Spezies sollten deshalb solche Methoden entwickelt und angewandt werden, 
die entsprechend den Lebensbediengungen dieser Hefespezies optimiert sind.  
 
10. Da sich die K. slooffiae im Schweinedarm gut etablieren kann und hohe 
Konzentrationen erreicht, könnte diese Spezies durch ihre Stoffwechsel- und 
Enzymaktivitäten die intestinale Mikrobiota bzw. die Gesundheit der Ferkel 
insbesondere in der kritischen Absetzperiode positiv beeinflussen.  
 
Die Untersuchungen dieser Studie bestätigen die in der Literatur beschriebene 
Dominanz von K. slooffiae im Schweinedarm. In den bisher publizierten 
Untersuchungen wurden jedoch nur die im GIT vorkommenden Hefen analysiert, 
ohne dabei das Alter der Tiere, die verabreichte Nahrung oder die 
Umweltbedingungen zu berücksichtigen. Der Verdauungstrakt der Schweine 
repräsentiert ein komplexes Ökosystem. Um die Rolle bzw. Funktionen der 
intestinalen Hefen nachvollziehen zu können, wurden in der vorliegenden Arbeit auch 
die im Milieu wichtigen bakteriellen Gruppen - Enterobakterien, Enterokokken und 




Untersuchungen eröffnen ein neues, bisher wenig bekanntes Feld über die 
qualitative und quantitative Entwicklung der Hefen im Darm der Absetzferkel und 
deren möglichen Einfluss auf die intestinale Mikrobiota. Damit wird der gegenwärtige 
wissenschaftliche Kenntnisstand erweitert. 
 
Unabhängig davon sind weitere Untersuchungen notwendig, die das Verständnis 
über die Wirkung von K. slooffiae im GIT der Ferkel sowie die Interaktionen mit den 
intestinalen Bakterien und dem Wirtsorganismus vervollständigen. Auch erscheint es 
sinnvoll der Fragestellung nachzugehen, inwieweit eine gezielte Darmbesiedlung der 
Absetzferkel mit K. slooffiae als Probiotikum unter dem Blickwinkel der Erhaltung der 
Gesundheit der Tiere in dieser kritischen Lebensphase sinnvoll und von praktischem 
Wert sein kann. 
 
